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Le Ca2+ joue un rôle primordial dans plusieurs processus physiologiques comme la 
contraction, la sécrétion, la croissance et la prolifération cellulaire et même l’apoptose. 
Ainsi, une régulation adéquate des niveaux de Ca2+ dans la cellule est essentielle à son bon 
fonctionnement. Plusieurs protéines-clés sont impliquées dans cette homéostasie calcique. 
Cette étude a permis d’identifier deux mécanismes distincts responsables de freiner la 
signalisation calcique dans un modèle de cellules non-excitables et dans un modèle de 
cellules excitables, en mettant l’emphase sur la régulation des canaux calciques par leur 
interaction avec des protéines clés. Le premier mécanisme implique la régulation du 
récepteur à 1’inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3R) par la protéine chaperonne Hsp90 dans les 
cellules HEK293T. J’ai montré que Hsp90 interagit avec ITP3R dans le but de diminuer son 
activité. De plus, cette interaction dépend de la voie de signalisation de l’insuline, plus 
particulièrement des protéines kinases mTOR et Src, qui sont impliquées dans cette 
interaction. Ainsi, l’interaction entre Hsp90 et FIP3R fait partie d’un mécanisme de 
rétroaction négative de la voie de signalisation de l’insuline.
Le second mécanisme implique la régulation des canaux calciques dépendants du 
voltage de type T (T-VDCC) par la protéine STIM1 dans les cardiomyocytes HL-1. J ’ai 
montré que STIM1, qui est le principal senseur de Ca2+ du réticulum sarco/endoplasmique, 
interagit avec les T-VDCC afin de diminuer leur expression à la membrane cellulaire et 
ainsi atténuer leur activité. Cette interaction permet de prévenir une entrée excessive de 
Ca2+ dans la cellule menant à une surcharge de Ca2+ dans le réticulum sarcoplasmique et, 
par le fait même, à des événements arythmiques associés à la surcharge.
Bien que ces deux études aient été effectuées dans des environnements différents, soit 
un modèle de cellules non-excitables et un modèle de cellules excitables, elles mettent en 
évidence deux mécanismes pouvant freiner la signalisation calcique dans le but d’assurer 
une fonction normale à la cellule.
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Introduction
1. Le Ca2*, un second messager polyvalent
94-Le Ca est un second messager essentiel à plusieurs processus physiologiques tels 
que la contraction des muscles, la sécrétion d ’hormone, la prolifération cellulaire et 
l’apoptose (Berridge et al., 2000). Ces processus se produisent sur des échelles de temps 
différentes allant de quelques millisecondes pour la contraction jusqu’à plusieurs heures 
pour la prolifération (Berridge et al., 2003). En raison de sa grande polyvalence, le niveau 
de Ca2+ dans la cellule ([Ca2+];) doit être très rigoureusement régulé afin de permettre son 
bon fonctionnement. Le niveau de Ca2+ à l’extérieur de la cellule est d’environ 1-2 mM. On 
retrouve environ les mêmes niveaux de Ca2+ dans le réticulum endoplasmique (RE) en 
condition basale (Meldolesi et Pozzan, 1998). Ainsi, le milieu extracellulaire et le RE
94-constituent les deux principaux réservoirs de Ca de la cellule. Par contre, en condition
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basale, on retrouve dans le cytosol des niveaux beaucoup plus faibles de Ca , soit environ 
100 nM, ce qui représente 10 000 fois moins qu’à l’extérieur de la cellule (Berridge et al., 
2003). Le niveau de Ca2+ cytosolique peut toutefois augmenter jusqu’à environ 1 pM suite 
à une stimulation par un agoniste comme une hormone ou un facteur de croissance. Pour 
éviter que la cellule soit exposée trop longtemps à des niveaux de Ca2+ élevés, qui 
mèneraient à l’apoptose, la cellule doit tenter de rétablir des niveaux de Ca2+ cytosoliques 
adéquats. Pour parvenir à cette homéostasie calcique, la cellule est dotée de plusieurs 
pompes, canaux et échangeurs, situés sur la membrane plasmique et sur la membrane du 
RE. Les mécanismes de régulation du Ca2+ diffèrent selon le type de cellule, soit excitable 
ou non-excitable, et ne font pas intervenir les mêmes composantes. Ainsi, il est primordial 
de bien comprendre les différents mécanismes de régulation calcique associés à chacun des 
systèmes pour pouvoir par la suite dresser un portrait plus adéquat de la signalisation 
calcique dans un contexte de cellule excitable et non-excitable.
22. Mécanismes de régulation calcique dans les cellules non- 
excitables
2.1. La signalisation calcique
Le Ca constitue le principal second messager utilisé par la cellule. Plusieurs voies
•y .
peuvent mener à la mobilisation de Ca dans la cellule. L’une de ces voies implique la 
stimulation par un agoniste des récepteurs couplés à la protéine Gq (GqPCR), qui active la 
phospholipase Cp (PLCP) pour hydrolyser le phophatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) 
en deux seconds messagers, soit le 1,2-diacylglycérol (DAG) et l’inositol 1,4,5- 
trisphosphate (IP3) (Berridge et Irvine, 1989). Le DAG active la protéine kinase C (PKC) 
qui, à son tour, phosphoiyle plusieurs protéines clés de la signalisation calcique, alors que 
r n >3 lie son récepteur-canal, ITP3R, situé sur la membrane du RE pour permettre la relâche 
de Ca2+ du RE vers le cytosol. La relâche de Ca2+ du RE induit une diminution du niveau 
de Ca2+ dans le RE, ce qui active la protéine STIM1. STIM1 se déplace alors à proximité de 
la membrane plasmique pour activer les canaux Orail ou TRPC (Transient receptor 
potential canonical) et permettre ainsi l’entrée de Ca2+. Cette augmentation de Ca2+ 
cytosolique via la relâche par les IP3R ou l’entrée par Orail ou TRPC sert à activer les 
processus qui dépendent du Ca2+, comme par exemple, la transcription de gène (Figure 1).
L’activation des récepteurs tyrosine kinase (RTK) mène également à la mobilisation 
calcique. Ces récepteurs activent la phospholipase Cy (PLCy) qui hydrolyse aussi le PIP2 
pour générer du DAG et de FIP3. Il s’ensuit alors une cascade signalétique suivant le même 





[Ca2*] ~ 10-100 nM
Lum ière d u  RE 
[Ca2*] ~ 1 mM
Figure 1 : Voies de signalisation calcique. Plusieurs voies se chevauchent pour permettre 
la relâche de Ca2+ dans la cellule. L’activation des GqPCR ou des RTK active la 
phospholipase C (PLC) pour hydrolyser le PIP2 en EP3 et en DAG. I /IP 3 se lie à son 
récepteur-canal, FIP3R, pour permettre la relâche de Ca2+ du RE. Quant au DAG, il active 
la PKC qui peut phosphoryler les IP3R. Suite à la relâche de Ca2+, le niveau de Ca2+ du RE 
diminue, induisant l’oligomérisation de STIM1 qui se déplace à proximité de la membrane 
plasmique pour lier et activer Orai et TRPC.
42.2. Les IP3 R et leur régulation
Les EP3R constituent les principaux canaux de relâche calcique sur la membrane du 
RE dans les cellules non-excitables. Trois isoformes ont été identifiées soit, IP3R-I, IP3R- 2  
et IP3R- 3  (Furuichi et al., 1989; Mignery et al., 1990; Blondel et al., 1993). Les IP3R sont 
composés de trois principaux domaines, soit un domaine de liaison de ITP3 situé à 
l’extrémité N-terminale, un large domaine de régulation couvrant environ 60 % de la 
structure des IP3R et un domaine canal composé de six segments transmembranaires à 
l’extrémité C-terminale (Patterson et al., 2004) (Figure 2). Le domaine de régulation 
présente la plus faible identité de séquence entre les isoformes et est reconnu pour lier le
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Ca , l’ATP et une panoplie de protéines, en plus de contenir plusieurs sites de 
phosphorylation (Figure 2). Pour former un canal calcique fonctionnel, les IP3R 
s’assemblent en homotétramères (composés d’une seule isoforme) ou en hétérotétramères 
(composés de deux ou trois isoformes différentes) (Joseph et al., 1995; Monkawa et al., 
1995; Wojcikiewicz et He, 1995). Tous les types cellulaires expriment des proportions 
différentes de chacune des isoformes (Wojcikiewicz, 1995; Taylor et al., 1999), ce qui 
ajoute par le fait même une plus grande diversité dans la réponse calcique. En général, les 
signaux de Ca2+ que l’on retrouve dans la cellule prennent la forme d’élévations transitoires 
répétitives appelés oscillations calciques (Berridge et al., 2003). Plusieurs signaux sont 
encodés par ces oscillations. En effet, les oscillations calciques véhiculent de l’information 
autant en amplitude qu’en fréquence donnant lieu à une certaine spécificité dans le signal. 
Michael Berridge a démontré que la relâche de Ca2+ induite par PIP3 est impliquée dans les 
oscillations calciques dans plusieurs types cellulaires (Berridge, 1993). De plus, il a été mis 
en évidence que les IP3R sont impliqués dans la réponse oscillatoire calcique (Hajnôczky et 
Thomas, 1997). Toutefois, il semble que les isoformes d’H^R jouent des rôles distincts 
dans cette réponse oscillatoire (Miyakawa et al., 1999; Hattori et al., 2004). En effet, 
l’étude de Miyakawa et al. a démontré pour la première fois que le type de réponse calcique 
dépend de l’expression différentielle des isoformes d’IP3R (Miyakawa et al., 1999). Les 
auteurs ont observé que PIP3R- 2  est responsable d’une réponse oscillatoire qui perdure 
dans le temps, alors que ITP3R-I produit une réponse oscillatoire moins régulière que 
FIP3R-2 . L’IP3R-3 , quant à elle, génère une réponse monophasique de type transient de
5Ca2+. Les auteurs suggèrent que la régulation des différentes isoformes par PIP3, le Ca2+ et 
l’ATP serait en partie responsable de cette réponse différentielle. Ils ont observé que 
l’EP3R-2 , l’isoforme possédant le plus d’affinité pour l’IP3 , génère une réponse oscillatoire. 
Par contre, PIP3R-3 , l’isoforme qui possède la plus faible affinité pour FIP3 et le Ca2+, 
produit plutôt une réponse monophasique. Également, plusieurs évidences provenant du 
groupe de Mikoshiba supportent le fait que l’expression des différentes isoformes d’D^R 
amène une réponse calcique variable, soit de type oscillatoire ou de type transient de Ca2+ 
dans différents types cellulaires (Hattori et al., 2004; Kuroda et al., 2008). En utilisant une 
approche d’ARN interfèrent, ces études montrent que l’IP3R-l et l’IP3R- 2  induisent une 
réponse de type oscillatoire, alors que l’IP3R- 3  est anti-oscillatoire et induit une réponse de 
type transient de Ca2+. Par contre, dans la majorité des types cellulaires, les trois isoformes 
sont exprimées dans des proportions différentes et peuvent former des hétérotétramères, ce 
qui augmente la variabilité dans le type de réponse calcique. Ainsi, il a été décrit que dans 
les myocytes vasculaires, où seulement les IP3R-I et IP3R- 2  sont exprimées, deux types de 
réponses sont observés suite à une stimulation à l’acétylcholine (Morel et al., 2003). Les 
auteurs ont bloqué l’expression de chacune des isoformes et ils ont observé que 
l’acétylcholine induisait une réponse calcique oscillatoire dans les myocytes exprimant 
uniquement l’IP3R-2. Le groupe de Mikoshiba a, pour sa part, observé que dans les cellules 
COS-7, où c’est l’expression de l’IP3R- 3  qui prédomine (environ 90%), une réponse de 
type transient de Ca est obtenue suite à une stimulation à l’ATP en absence de Ca dans 
le milieu extracellulaire (Hattori et al., 2004). Dans un modèle cellulaire où plusieurs 
isoformes sont exprimées dans des proportions semblables, comme par exemple les cellules 
HeLa où l’on retrouve environ 53% d’IPsR-l et 46% d’IP3R-3 , c’est une réponse globale 
caractérisée par un transient de Ca combiné à des oscillations calciques qui est observée 
(Hattori et al., 2004). Ainsi, afin de bien comprendre les mécanismes responsables du 
patron oscillatoire calcique, il est essentiel de bien comprendre les mécanismes de 
régulation des IP3R.
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Figure 2 : Structure des IP3R et leur régulation, (a) et (b) Les IP3R sont composés de 
trois domaines distincts: un domaine de liaison à l’EP3 précédé d’un domaine suppresseur à 
l’extrémité N-terminale, un domaine canal à l’extrémité C-terminale comprenant six 
domaines transmembranaires, et un large domaine de régulation reliant les deux autres 
domaines. Le domaine de régulation possède plusieurs sites de liaison au Ca2+ (cercles 
jaunes), ainsi que des sites de phosphorylation (triangles rouges). L’ATP et la CaM lient 
également ce domaine, (c) Les IP3R s’assemblent en tétramères pour former des canaux 
fonctionnels.
72.2.1. Régulation par le Ca2+ et PIP3
Tous les IP3R sont activés par l’IP3 et le Ca2+, mais les isoformes dTP3R possèdent 
des affinités différentes pour leurs ligands. Il est maintenant reconnu que l’IP3R-2 possède 
une plus grande affinité pour 1TP3 que ITP3R-I, alors que FIP3R- 3  est l’isoforme qui 
possède la plus faible affinité pour ITP3 (Perez et al., 1997; Newton et al., 1994; Südhof et
1
al., 1991). Le Ca est un coactivateur des IP3R et régule de manière biphasique le canal, 
c’est-à-dire que des faibles concentrations de Ca2+ (jusqu’à 0,3 pM) activent le canal alors 
que des concentrations plus élevées de Ca2+ (0,5 à 1 pM) l’inhibent (Bezprozvanny et al., 
1991; Marshall et Taylor, 1993; Swatton et al., 1999; Mak et al., 2001; Taylor et Laude, 
2002; Tu et al., 2005). Toutefois, certaines études ont démontré des effets contraires du 
Ca2+ sur les différentes isoformes d’IP3R. À titre d’exemple, Hagar et al. ont démontré que 
l’activité de ITP3R- 3  augmente avec des concentrations croissantes de Ca2+, contrairement 
à ITP3R-I, dont l’activité montre une dépendance biphasique au Ca2+ (Hagar et al., 1998).
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Egalement, Ramos-Franco et al. ont observé que PIP3R- 2  est encore actif à une 
concentration élevée de Ca2+ (1 mM), alors que ITP3R-I est inactivé à une concentration 
calcique supérieure à 1 pM (Ramos-Franco et al., 1998). Bien que le mécanisme exact de 
régulation des IP3R par le Ca2+ soit encore controversé, le consensus actuel est que le Ca2+ 
relâché par les IP3R augmente davantage l’activité de relâche du canal ce qui permet 
d’amplifier le signal. Par contre, des concentrations élevées de Ca2+ inhibent le canal, par 
un mécanisme qui demeure à éclaircir, participant au patron oscillatoire calcique observé 
dans la plupart des cellules non-excitables, c’est-à-dire des cellules dépourvues d’activité 
électrique intrinsèque, en réponse à des agonistes physiologiques.
2.2.2. Régulation par la phosphorylation
Plusieurs protéines kinases sont connues pour phosphoryler les DP3R. Toutefois, la 
résultante de la phosphorylation sur l’activité des IP3R diffère en fonction de l’isoforme. À 
titre d’exemple, la phosphorylation de FIP3R-I par la PKC induit une augmentation de son 
activité de relâche calcique (Matter et al., 1993; Vermassen et al., 2004), alors que la 
phosphorylation de PIP3R- 2  et ITP3R- 3  par la PKC induit l’effet inverse, soit une
8diminution de leur activité (Arguin et al., 2007; Caron et al., 2007). Également, la PKA 
phosphoryle IMP3R-I et TIP3R- 2  pour augmenter leur activité de relâche calcique (DeSouza 
et al., 2002; Wagner et al., 2004; Régimbald-Dumas et al., 2007). Par contre, les effets de la 
phosphorylation de IMP3R- 3  par la PKA sont contradictoires, montrant un effet inhibiteur 
d’une part (Giovannucci et al., 2000) et activateur d’autre part (Dyer et al., 2003). Il semble 
également que la phosphorylation des IP3R est dépendante du type cellulaire. Par exemple, 
l’IP3R-l peut être phosphorylé sur des résidus tyrosine par la kinase Fyn. Cette 
phosphorylation a été observée dans les cellules T actives et augmente l’affinité du canal 
pour IMP3 (Jayaraman et al., 1996). De plus, l’état de phosphorylation des IP3R est 
important dans la modulation de la réponse oscillatoire calcique (Yule et al., 2003). Il a été 
démontré que la CaMKII phosphoryle les IP3R et induit une réponse calcique oscillatoire 
dans les neurones. Selon He et al., l’activation de la CaMKII est nécessaire aux oscillations 
de Ca2+ induites par les IP3R pour permettre la relâche de neurotransmetteurs (He et al., 
2000). Des études ont aussi démontré que les IP3R sont phosphorylés par la kinase Akt et 
que cette phosphorylation cause une inhibition de la relâche calcique pour protéger la 
cellule de l’apoptose (Khan et al., 2006, Szado et al., 2008). Ainsi, il est clair que la 
phosphorylation des IP3R est un moyen amplement utilisé par la cellule pour contrôler la 
réponse calcique.
2.2.3. Régulation par des interactions protéine-protéine
Les IP3R possèdent un large domaine de régulation sur lequel une myriade de 
protéines se lient pour réguler l’activité du canal. À ce jour, plus de 25 protéines ont été 
identifiées pour interagir avec les IP3R (Patterson et al., 2004). Parmi elles, on retrouve des 
protéines d’échafaudage qui permettent de lier des protéines membranaires pour transmettre 
un signal à l’intérieur de la cellule. Par exemple, il a été démontré que la protéine Homer 
forme un lien entre le récepteur mGluRl et les IP3R pour faciliter la signalisation calcique 
en aval de mGluRl (Tu et al., 1998). Également, il a été démontré que Homer lie les IP3R 
et les canaux TRPC1 et TRPC3 en condition basale pour stabiliser leur interaction (Yuan et 
al., 2003; Kim et al., 2006). Plus particulièrement, Kim et al. ont observé une augmentation 
de la translocation de TRPC3 à la membrane suite à l’activation des BP3R et à leur
9dissociation du complexe Homer-TRPC3, suggérant que les IP3R lient TRPC3 pour 
diminuer l’entrée de Ca . Toutefois, les études de Kiselyov et al. démontrent une 
interaction directe entre TRPC3 et les IP3R (Kiselyov et al., 1998; Kiselyov et al., 1999). 
Selon ces deux études, la partie N-terminale des IP3R lie et active directement TRPC3 suite 
à une déplétion en Ca2+ du RE. Ces résultats concordent avec l’étude de Boulay et al. qui 
démontre également que les IP3R interagissent directement avec les canaux TRPC pour 
permettre une entrée de Ca2+ (Boulay et al., 1999). Les auteurs suggèrent que les IP3R 
serviraient de senseurs de Ca2+ dans le RE et que leur activation permettrait le couplage 
direct avec les TRPC pour permettre une entrée de Ca2+ dans la cellule. Plusieurs protéines 
liant le Ca2+ interagissent aussi avec les IP3R pour moduler leur activité. Par exemple, la 
calmoduline (CaM) lie les IP3R et régule négativement leur activité (Adkins et al., 2000). 
La CaM est une petite protéine cytosolique liant le Ca2+ par l’intermédiaire de ses quatre 
domaines «EF-hand » (Balshaw et al., 2002). Elle lie ses protéines cibles par deux 
mécanismes distincts, soit dans sa forme liée au Ca2+ (Ca2+-CaM), soit dans sa forme non 
liée au Ca2+ (Apo-CaM) (Balshaw et al., 2002). Ainsi, bien que la CaM interagisse avec les 
trois isoformes d’EPsR, un site de régulation liant la CaM de manière dépendante au Ca2+ 
est présent uniquement sur ITP3R-I et ITP3R- 2  (Yamada et al., 1995). Cette interaction 
permet de faciliter l’inactivation du canal (Adkins et al., 2000). Également, l’Apo-CaM lie 
PIP3R-I pour inhiber la liaison de l’IP3 (Sienaert et al., 2002). De plus, il a été démontré 
que les IP3R lient la protéine FKBP12 (FK506-binding protein) (Cameron et al., 1995; 
Cameron et al., 1997). Bien que le rôle physiologique de l’interaction entre FKBP12 et les 
IP3R demeure ambigu, il semble que celle-ci serve à recruter la phosphatase calcineurine 
pour moduler l’état de phosphorylation du canal. Des protéines impliquées dans le 
processus apoptotique sont également reconnues pour lier les IP3R. À titre d’exemple, il a 
été démontré que le cytochrome c interagit avec les IP3R et augmente la relâche de Ca2+ 
nécessaire pour induire l’apoptose (Boehning et al., 2003). Tous ces exemples ne 
constituent qu’une infime partie de la liste exhaustive des partenaires d’interaction des IP3R 
(connus et inconnus) et démontrent bien l’importance des interactions protéine-protéine 
dans la régulation de l’activité des IP3R.
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2.3. L’entrée de Ca2+ ROCE et SOCE
Dans les cellules non-excitables, l’entrée de Ca2+ se fait par deux mécanismes 
distincts, soit suite à l’activation d’un récepteur; on parle alors d ’entrée ROCE (receptor- 
operated Ca2+ entry), ou suite à la vidange des réservoirs de Ca2+ intracellulaire; on parle 
alors d’entrée SOCE {store-operated Ca2+ entry).
2.3.1. Entrée ROCE
Les composantes responsables de l’entrée ROCE regroupent principalement quelques 
membres de la famille des « transient receptor potential canonical » (TRPC). Les TRPC 
forment une sous-famille de canaux non-sélectifs perméables au Ca2+ comprenant TRPC 1 à 
TRPC7. Ils possèdent six domaines transmembranaires et sont situés sur la membrane 
plasmique. Les TRPC forment des hétérotétramères pour permettre l’entrée de Ca2+ à 
l’intérieur de la cellule. Les TRPC sont activés suite à la stimulation d’un GqPCR menant 
ultimement à la génération de DAG et d’]p3 . Le DAG peut activer directement les canaux 
TRPC3, TRPC6  et TRPC7 (Hofmann et al., 1999), ou les inhiber indirectement en activant 
la PKC (Venkatachalam et al., 2003; Venkatachalam et al., 2004; Bousquet et al., 2010). 
Les mécanismes qui régulent l’activité des TRPC ne sont pas encore bien établis et font 
l’objet de plusieurs études. Par contre, il a été démontré que certains TRPC comme TRPC3 
et TRPC6  peuvent être régulés par leur interaction avec d ’autres protéines, menant à une 
augmentation de leur activité (Zhang et al., 2001; Boulay et al., 2002; Lussier et al., 2005). 
L’activation de ces canaux TRPC permet une entrée de Ca2+ de type ROCE du milieu 
extracellulaire vers le cytosol (Figure 3).
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b) Entrée calcique induite par la vidange 
des réserves de Ca2+ (SOCE)
Figure 3: Mécanismes d ’entrée de Ca2+ ROCE et SOCE. (a) L’entrée ROCE est 
déclenchée suite à l’activation d’un GqPCR. La génération de DAG qui s’ensuit active 
certains membres de la famille des TRPC pour permettre une entrée de Ca2+. (b) L’entrée2 1
SOCE est déclenchée suite à une diminution des niveaux de Ca dans le RE. STIM1 
détecte la diminution de Ca2+ grâce à son domaine EF-hand duquel le Ca2+ se dissocie. Il 
s’ensuit une oligomérisation de STIM1 permettant un rapprochement vers la membrane 
plasmique où Orail et TRPC lient STIM1 pour être activés et induire une entrée de Ca2+.
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2.3.2. Entrée SOCE
En 1986, James Putney a suggéré pour la première fois l’existence d’une région 
spécialisée dans la cellule où la membrane plasmique et le RE sont situés à proximité afin 
de permettre un échange direct de Ca2+ entre le milieu extracellulaire et le RE (Putney, 
1986). Il a nommé ce concept « entrée capacitative de Ca ». Ce concept est maintenant 
connu sous le nom de « store-operated Ca2+ entry » (SOCE). Ce n ’est que 20 ans plus tard 
que les composantes moléculaires à l’origine de cette entrée ont été identifiées. STIM est 
une protéine à un domaine transmembranaire située sur le RE. Elle est caractérisée comme 
étant le senseur de Ca2+ à l’intérieur du RE (Roos et al., 2005; Liou et al., 2005). STIM 
possède deux domaines « EF-hand » à son extrémité N-terminale située dans la partie 
luminale du RE. C’est grâce à ce domaine que STIM lie le Ca2+ (Figure 4). STIM possède 
deux isoformes, soit STIM1 et STIM2. STIM1 est reconnue pour activer l’entrée SOCE 
suite à une diminution des niveaux de Ca2+ dans le RE, alors que le rôle de STIM2 est plus 
controversé. Selon Brandman et al., une diminution de l’expression de STIM2 abaisse le 
niveau de Ca2+ basai dans la cellule et inversement, une surexpression de STIM2 
l’augmente. Ces auteurs ont également observé qu’une faible diminution des niveaux de 
Ca2+ dans le RE résulte en une translocation significative de STIM2 à proximité de la 
membrane plasmique, alors qu’aucune translocation de STIM1 n’est observée (Brandman 
et al., 2007). Ces résultats suggèrent que STIM2 est un régulateur du niveau basai de Ca , 
alors que STIM1 est principalement responsable d’activer l’entrée SOCE suite à une 
vidange importante des réserves de Ca2+. L’autre composante essentielle de l’entrée SOCE 
est la protéine Orail (Feske et al., 2006; Vig et al., 2006; Zhang et al., 2006). Orail 
présente quatre domaines transmembranaires situés sur la membrane plasmique (Figure 4). 
Elle est décrite comme étant le pore du canal responsable de l’entrée SOCE (Prakriya et al., 
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Figure 4 : Structure de STIMl et O ra il. STEMl est une protéine à un domaine 
transmembranaire située sur le RE. Elle possède un domaine EF-hand responsable de lier le 
Ca2+ à son extrémité N-terminale située dans la partie luminale du RE. Son domaine SAM 
lui permet de s’oligomériser pour former des punctae et se rapprocher de la membrane 
plasmique. Le domaine CAD (ou SOAR) constitue le site d’interaction avec Orail. Orail 
est une protéine à quatre domaines transmembranaires située sur la membrane plasmique. 
STIMl et Orail sont les composantes minimales de l’entrée SOCE.
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2.3.3. Mécanisme d’activation de STIMl et Orail
Suite à une diminution du niveau de Ca2+ dans le RE, le Ca2+ se dissocie du domaine 
« EF-hand» de STEMl, ce qui engendre un changement de conformation de STIMl et 
découvre le domaine SAM (Sterile alpha motif) de la protéine (Liou et al., 2007). Ce 
domaine est responsable de Poligomérisation de STIMl (Stathopulos et al., 2006). Ce 
faisant, STIMl se relocalise dans une région située à proximité de la membrane plasmique 
pour former des «punctae » et interagir directement avec des tétramères d’Orail (Wu et al., 
2006a; Lewis, 2007). Il a été décrit que STIMl lie Orail selon une stoechiométrie de 2:1. 
Ainsi, pour obtenir une entrée SOCE maximale, huit protéines STIMl doivent lier un 
tétramère d’Orail (Hoover et Lewis, 2011). Le domaine d ’interaction entre Orail et STIMl 
a été identifié et contient les résidus 342 à 448 de STIMl et a été nommé « CRAC 
activation domain » (CAD) ou « STIMl Orai activating region » (SOAR) (Park et al., 
2009; Yuan et al., 2009) (Figure 4). Suite à son interaction avec STIMl, Orail est alors 
activée pour permettre une entrée de Ca2+ à l’intérieur de la cellule (Figure 3). Cette entrée
^  i ^  «
de Ca de type SOCE est responsable d’activer plusieurs processus qui dépendent du Ca 
tel que la transcription de gènes (Gwack et al., 2007). Plusieurs études démontrent que 
d’autres partenaires d’interaction prendraient également part à ce processus. À titre 
d’exemple, la protéine TRPC1 participe également à l’entrée SOCE (Kim et al., 2009). 
TRPC1 interagit directement avec STIMl par des interactions électrostatiques (Zeng et al., 
2008). Ainsi, le domaine polybasique de STIMl est responsable de lier les résidus chargés 
négativement de TRPC1. Il est à noter que ce domaine diffère du domaine d’interaction 
avec Orail, suggérant que la formation d’un complexe Orail-STIMl-TRPC 1 est plausible. 
De plus, certaines études ont démontré que l’inhibition de l’expression d’Orail inhibe 
l’entrée de Ca par TRPC1 suggérant que la protéine Orail agirait comme une sous-unité 
régulatrice des canaux TRPC (Liao et al., 2007; Liao et al., 2008; Liao et al., 2009). 
Également, les protéines TRPC4 et TRPC5 peuvent former des hétéromères avec TRPC1 
suggérant que TRPC4 et TRPC5 contribuent également à l’entrée SOCE (Ambudkar et 
Ong, 2007; Sours-Brothers et al., 2009). De plus, les TRPC forment des hétérotétramères 
entre eux sans discriminer leur rôle par rapport à l’entrée ROCE ou SOCE augmentant ainsi 
la diversité et la complexité dans la réponse calcique (Strubing et al., 2003; Wu et al., 2004; 
Liu et al., 2005; Zagranichnaya et al., 2005).
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2.4. Mécanismes d’exclusion du Ca2+ de la cellule
Pour éviter une trop grande accumulation de Ca2+ dans le cytosol qui serait néfaste 
pour la cellule, des échanges entre le milieu intracellulaire et extracellulaire, ainsi qu’entre 
le cytosol et le RE, se produisent par l’intermédiaire de protéines-clés permettant d ’assurer 
une homéostasie calcique. Les deux principaux mécanismes que la cellule utilise pour 
expulser le Ca2+ vers le milieu extracellulaire sont la pompe PMCA {plasma membrane 
Ca2+ ATPase) et l’échangeur Na+/Ca2+ (NCX). La PMCA utilise l’énergie issue de 
l’hydrolyse de l’ATP pour pomper le Ca2+ du cytosol vers le milieu extracellulaire (Pozzan 
et al., 1994), alors que F échangeur NCX fonctionne selon un gradient électrogénique, c’est- 
à-dire que pour permettre la sortie d ’un ion Ca , la cellule doit faire entrer 3 ions Na 
(Blaustein et Lederer, 1999). Il n’existe qu’un seul mécanisme connu jusqu’à présent 
permettant de regarnir le RE en Ca2+. Ce mécanisme repose sur la pompe SERCA 
{sarco/endoplasmic reticulum Ca2+ A TPase), qui agit de façon semblable à la PMCA, afin 





Figure 5: Mécanismes d’exclusion du Ca2+. Pour assurer des niveaux adéquats de Ca2+ 
dans la cellule, des protéines situées sur la membrane plasmique et sur le RE sont activées 
pour permettre des échanges entre ces compartiments et le cytosol. Sur la membrane 
plasmique, la pompe PMCA et l’échangeur NCX sont responsables d ’expulser le Ca2+ du 
cytosol vers le milieu extracellulaire. Sur le RE, c’est la pompe SERCA qui est responsable 
de regarnir le réservoir en Ca2+. Les pompes PMCA et SERCA utilisent l’énergie issue de 
l’hydrolyse de l’ATP en ADP pour être actives. L’échangeur NCX fonctionne selon un 
gradient électrogénique, c’est-à-dire que pour faire sortir un ion Ca2+, l’échangeur doit faire 
entrer 3 ions Na+.
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3. Mécanismes de régulation calcique dans les cellules excitables
3.1. Le muscle squelettique et cardiaque
Dans les cellules excitables (myocytes, cardiomyocytes, neurones), le mécanisme de 
régulation du Ca2+ est assez différent de celui des cellules non-excitables. La principale 
entrée de Ca2+ dans les cellules excitables se fait par les canaux calciques dépendants du 
voltage (VDCC). Comme leur nom l’indique, ces canaux fonctionnent principalement en 
fonction d’un gradient électrochimique créé par la séparation des charges entre le milieu 
intracellulaire et extracellulaire, appelé le potentiel membranaire. Les VDCC possèdent 
tous une sous-unité a l  qui constitue la sous-unité du pore du canal (Catterall, 2000). La 
sous-unité a l  est formée de quatre domaines contenant chacun six segments 
transmembranaires. Chaque domaine présente un segment chargé en acides aminés positifs 
{voltage sensor) permettant au canal de détecter des changements de potentiel membranaire 
(Bezanilla, 2000). Il existe deux classes de VDCC, soit les VDCC activés par une forte 
dépolarisation et les VDCC activés par une faible dépolarisation (Bean, 1989). Les VDCC 
qui sont activés par une forte dépolarisation sont divisés en quatre sous-classes, soit les 
VDCC de type L, N, P/Q et R. Les VDCC de type L (L-VDCC) sont les plus abondamment 
exprimés dans le muscle et sont également les mieux caractérisés. En ce qui concerne les 
VDCC qui sont activés par une faible dépolarisation, on retrouve uniquement les VDCC de 
type T (T-VDCC). Ces derniers se retrouvent principalement dans les tissus conducteurs du 
cœur et dans les neurones.
Le principal réservoir de Ca2+ dans le muscle est le réticulum sarcoplasmique (RS), qui 
est l’équivalent du RE dans les cellules non-excitables. La relâche de Ca2+ du RS s’effectue 
majoritairement via les récepteurs de la ryanodine (RyR). Les RyR sont les plus larges 
canaux ioniques connus à ce jour et s’assemblent en homotétramères pour former des 
canaux actifs (Sorrentino, 1995; Fill et Copello, 2002). Il existe trois isoformes des RyR 
soit, RyRl, RyR2 et RyR3 (Takeshima et al., 1989; Otsu et al., 1990; Hakamata et al., 
1992). L’expression de chacune des isoformes varie en fonction du type cellulaire. Ainsi, 
RyRl est surtout retrouvée dans les cellules du muscle squelettique (Marks et al., 1989;
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Takeshima et al., 1989), alors que RyR2 est l’isoforme la plus prépondérante dans le 
muscle cardiaque (Nakai et al., 1990; Otsu et al., 1990). Quant au RyR3, cette isoforme est 
exprimée dans plusieurs tissus avec une plus grande expression dans le cerveau (Hakamata 
et al., 1992). Les RyR ressemblent d’un point de vue fonctionnel aux IP3R, en plus d ’être 
régulés de façon similaire (Wehrens et al., 2005). En effet, les RyR sont régulés de manière 
biphasique par le Ca2+, sont phosphorylés par la PKA et la PKC (Wehrens et al., 2005), et il 
est maintenant bien reconnu que les RyR interagissent avec plusieurs protéines pour former 
des macrocomplexes fonctionnels (Bers, 2004). Ainsi, il n’est pas surprenant que les études 
sur la régulation des RyR ont permis d’en apprendre davantage sur la régulation des EP3R et 
inversement. Ces canaux sont tous deux situés sur la membrane du RE et RS et ils 
permettent la relâche de Ca2+ du RE et RS. Malgré cette redondance de fonction, les deux 
canaux jouent des rôles distincts dans la signalisation calcique des cellules excitables. Au 
niveau des cellules cardiaques, les RyR sont impliqués dans le couplage excitation- 
contraction, alors que les IP3R semblent jouer un rôle plus important dans l’activation des 
facteurs de transcription responsables du développement de l’hypertrophie cardiaque tels 
que CREB (cAMP response element-binding protein) et NFAT {Nuclear factor o f  activated 
T cells) (Wu et al., 2006b; Nakayama et al., 2010). Malgré ces distinctions, la relâche de 
Ca2+ des RyR peut activer subséquemment les IP3R et vice-versa pour amplifier le signal de 
relâche calcique via le CICR. Ainsi, malgré les similitudes et les différences entre les IP3R 
et les RyR, ces deux protéines peuvent jouer des rôles complémentaires.
Le couplage excitation-contraction (CEC) est le résultat d’une combinaison entre une 
activité électrique, soit la dépolarisation membranaire, et une activité mécanique, soit la 
contraction musculaire (Bers, 2008). Dans le muscle squelettique, le CEC se produit suite à 
l’activation des L-VDCC situés sur des invaginations du sarcolemme appelées tubules 
transverses (tubule-T). L’activation des L-VDCC induit un changement de conformation du 
canal permettant un couplage direct avec les RyRl. Ces derniers sont alors activés pour 
relâcher du Ca2+ provenant du RS (Figure 6 ). Il est à noter que l’entrée de Ca2+ du milieu 
extracellulaire n’est pas nécessaire pour initier le CEC du muscle squelettique. C’est le 
changement de conformation des L-VDCC suite à une dépolarisation membranaire qui 
permet une interaction directe avec les RyRl, ce qui les active pour fournir le Ca2+
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nécessaire à la contraction. Dans le muscle cardiaque, la dépolarisation membranaire induit 
l’ouverture des L-VDCC pour permettre une entrée de Ca2+. Cette entrée de Ca2+ n’est pas 
suffisante pour engendrer une contraction. Par contre, elle est suffisante pour permettre 
l’activation des RyR2, ce qui amplifie le signal calcique. La relâche de Ca des RyR2 
active alors d’autres RyR2 situés à proximité selon un processus appelé le « Ca2+-induced 
Ca2+ release » (CICR) (Fabiato, 1983) (Figure 6 ). Selon ce mécanisme, c’est le Ca2+ qui 
active les RyR2 pour permettre une plus grande relâche de Ca donnant lieu à la 
contraction. Une fois que le Ca2+ est relâché par les RyR, il lie la troponine C pour induire 
un changement de conformation permettant à la myosine de se lier sur son site situé sur 
l’actine. Ce faisant, les filaments d’actine interagissent avec les filaments de myosine pour 
initier la contraction (Williams et al., 1992; Minamikawa et al., 1997).
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b) Relâche calcique induite par le Ca2+ 
(muscle cardiaque)
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Figure 6 : Mécanismes de couplage excitation-contraction dans le muscle squelettique 
et le muscle cardiaque, (a) Dans le muscle squelettique, Pactivation des L-VDCC induit 
un changement conformationnel du canal permettant un couplage direct avec les RyRl sur 
le RS. C’est suite à ce couplage que la relâche de Ca2+ est initiée pour permettre la 
contraction. Dans ce contexte, l’entrée de Ca2+ des L-VDCC n’est pas nécessaire à 
l’activation des RyRl. (b) Dans le muscle cardiaque, la dépolarisation membranaire (AVm) 
permet l’entrée de Ca2+ par les L-VDCC et c’est le Ca2+ entrant dans la cellule qui active 
les RyR2 par un processus appelé Ca2+-induced Ca2+ release (CICR). Le Ca2+ ainsi relâché 
active la machinerie contractile pour induire la contraction.
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3.2. La signalisation calcique dans le muscle cardiaque
Le cœur est régulé par le système nerveux sympathique et parasympathique. Les deux 
systèmes agissent de concert selon les besoins de l’organisme. L’activation des récepteurs 
adrénergiques a pour effet d’augmenter le rythme cardiaque alors que l’activation des 
récepteurs cholinergiques produit l’effet inverse. D’un point de vue signalétique, 
Pactivation des récepteurs adrénergiques par la noradrénaline mène à l’activation de 
l’adénylate cyclase pour générer de l’AMPc à partir d’ATP. La PKA est alors activée pour 
phosphoryler les L-VDCC et les RyR2, ce qui augmente la fréquence des contractions 
(effet chronotrope positif). Par contre, l’activation des récepteurs cholinergiques par 
l’acétylcholine inhibe toute cette signalisation en activant la protéine G;, diminuant ainsi la 
fréquence des contractions (effet chronotrope négatif). En plus de ces deux systèmes, les 
cardiomyocytes font également appel à la signalisation des GqPCR [par l’endothéline-1 
(ET-1) ou l’angiotensine II (Angll)] pour augmenter la force de contraction (effet inotrope 
positif). Cette voie de signalisation introduit des nouveaux joueurs dans la signalisation 
calcique du cœur. Ainsi, étant donné l’étendue de l’implication du Ca2+ dans le cœur, on 
comprend bien l’importance d’une régulation rigoureuse dans ce système.
Plusieurs pathologies sont associées à une dérégulation des niveaux de Ca2+ dans le 
%
cœur. A titre d’exemple, des mutations sur le RyR2 ont été décrites menant à des 
cardiomyopathies comme la tachycardie ventriculaire polymorphe catécholergique (CPVT) 
et la dysplasie arythmogène du ventricule droit de type 2 (ARVD2) (Laitinen et al., 2001; 
Marks et al., 2002; Postma et al., 2005; Milting et al., 2006). Selon ces auteurs, les 
mutations sur le RyR2 rendent le canal plus sensible au Ca2+ au niveau de sa partie 
luminale, ce qui augmente sa probabilité d’ouverture. Les fuites de Ca2+ ainsi générées 
peuvent mener ultimement à un arrêt cardiaque faisant suite aux arythmies.
Bien que les RyR2 soient les principaux canaux de relâche calcique dans les 
cardiomyocytes, la présence d’IPjR a également été observée (Perez et al., 1997). Le rôle 
des IP3R dans le cœur a longtemps été considéré minimal en raison de sa très faible 
expression par rapport au RyR2. En effet, on retrouve environ 50 fois plus de RyR2 que
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d’IPsR dans le cœur, plus précisément dans le ventricule (Moschella et Marks, 1993; 
Kockskâmper et al., 2008). Toutefois, de plus en plus d’évidences suggèrent que les IP3R 
jouent un rôle dans la signalisation calcique du cœur plus particulièrement dans la partie 
atriale du cœur. En effet, il a été observé que l’expression des IP3R est environ six fois plus 
élevée dans le tissu atrial que dans le ventricule (Lipp et al., 2000). Des études ont 
démontré que les IP3R jouent un rôle essentiel dans la génération de l’arythmie induite par 
l’ET-1 et que TIP3R- 2  particulièrement est responsable des événements arythmiques 
(Mackenzie et al., 2002; Zima et Blatter, 2004; Li et al., 2005). Le groupe de Bers a 
observé pour sa part que dans le ventricule, les IP3R sont associés à la CaMKII au niveau 
de l’enveloppe nucléaire et que cette localisation sert à activer l’expression de gènes 
impliqués dans l’hypertrophie cardiaque (Wu et al., 2006b). Bien que le rôle exact des IP3R 
dans le cœur soit encore peu connu, leur présence principalement en condition pathologique 
(hypertrophie ou arythmie) suggère qu’ils ont un rôle à jouer dans la signalisation calcique 
menant vers ces pathologies.
De plus, il a été décrit qu’une augmentation de l’activité des L-VDCC mène à des 
événements arythmiques qui peuvent mener à un arrêt cardiaque. Ces événements sont 
connus sous le nom de post-dépolarisations précoces (Fozzard, 1992). Le mécanisme à 
l’origine de ces événements implique une prolongation de la phase 2  (plateau) du potentiel 
d’action, ce qui permet une ré-excitation des L-VDCC pour déclencher une activité 
arythmique (January et Riddle, 1989).
En plus du rôle essentiel des L-VDCC dans la contraction cardiaque, d’autres canaux 
permettant l’entrée de Ca2+ dans les cardiomyocytes ont été décrits. En effet, plusieurs 
études ont démontré la présence des canaux TRPC dans le cœur (Wes et al., 1995; Garcia et 
Schilling, 1997; Freichel et al., 1999). Ces canaux ne semblent pas être impliqués dans la 
contraction cardiaque, mais joueraient plutôt un rôle dans le développement de 
l’hypertrophie cardiaque (Guinamard et Bois, 2007). Deux groupes ont démontré de 
manière indépendante que l’entrée de Ca2+ par les TRPC sert essentiellement à activer la 
calcineurine, une protéine phosphatase qui est activée par le Ca2+ et la CaM (Nakayama et 
al., 2006; Bush et al., 2006). Lorsque la calcineurine est activée, elle déphosphoryle le
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facteur de transcription NFAT (Nuclear factor o f activated T cells) qui peut alors 
transloquer au noyau et activer les gènes responsables de l’hypertrophie (Molkentin et al., 
1998; Crabtree, 1999). Une autre étude suggère que les TRPC jouent également un rôle 
dans le nœud sinusal de la souris (Ju et al., 2007). Les auteurs ont observé que l’entrée de 
Ca2+ SOCE dans le tissu nodal influence l’activité spontanée et suggèrent que ce sont les 
TRPC qui sont responsables de réguler cette activité. Ainsi, le rôle exact des TRPC dans le 
cœur n’est pas encore bien établi, mais mérite une considération particulière surtout en 
condition d’hypertrophie cardiaque.
3.3. Mécanisme d’exclusion du Ca2+ dans les cardiomyocytes
Dans les cardiomyocytes, le couplage excitation-contraction se produit très
2+
rapidement (de l’ordre de quelques millisecondes). Ainsi, une fois que le Ca a activé la 
machinerie contractile, il est immédiatement expulsé du cytosol afin de préparer le prochain 
potentiel d’action (Shannon et Bers, 2004). Les principaux mécanismes d’exclusion du 
Ca2+ dans les cardiomyocytes sont l’échangeur NCX et la pompe SERCA. La pompe 
PMCA a un rôle plus mineur dans les cardiomyocytes que dans les cellules non-excitables. 
La contribution de chacune des composantes du mécanisme varie en fonction de l’espèce. 
En effet, dans le ventricule de lapin, de chien et d’humain, environ 70% du Ca2+ 
cytosolique est recapté par la SERCA2a, alors que les 30% restants sont expulsés surtout 
par l’échangeur NCX. Par contre, dans le ventricule de rats et de souris, la pompe 
SERCA2a reprend environ 92% du Ca2+ cytosolique, laissant seulement 8 % à l’échangeur 
NCX (Bassani et al., 1994; Shannon et Bers, 2004).
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3. Problématique et hypothèses
Il est clair que les mécanismes qui régulent les niveaux de Ca2+ dans les cellules non- 
excitables different de ceux retrouvés dans les cellules excitables. Malgré ces différences, 
plusieurs évidences pointent vers un rôle important des composantes de la signalisation 
calcique des cellules non-excitables dans un système de cellules excitables. À titre 
d’exemple, les EP3R et les RyR semblent à prime abord jouer des rôles redondants dans les 
cellules excitables, et pourtant, l’expression plus abondante des IP3R en condition 
pathologique indique que ces derniers occupent une place importante particulièrement dans 
le cœur. De plus, STIM1 constitue un point nodal dans la signalisation calcique des cellules 
non-excitables en interagissant avec des canaux calciques comme Orail et TRPC pour 
permettre une entrée de Ca2+ essentielle à plusieurs processus physiologiques. Ainsi, étant 
donné que les IP3R et STIM1 sont des protéines situées au carrefour de la signalisation 
calcique, il est nécessaire de bien comprendre les mécanismes qui régulent leur activité.
Les IP3R sont surtout régulés par leur interaction avec d’autres protéines. Il est donc 
possible que plusieurs partenaires d ’interaction des IP3R demeurent à ce jour inconnus. 
Nous croyons que l’identification de nouveaux partenaires d’interactions des IP3R nous 
permettra de mieux comprendre leur régulation pour éventuellement comprendre leur 
implication en condition pathologique. Également, le rôle de STIM1 dans les cellules non- 
excitables est bien caractérisé. Par contre, très peu d’évidences existent concernant le rôle 
de STIM1 dans les cellules excitables. Nous croyons que STIM1 a le potentiel de réguler 
des fonctions essentielles dépendantes du Ca2+ dans le cœur via son interaction avec 
d’autres protéines comme Orail ou TRPC et de moduler de cette façon les signaux 
calciques dans la cellule.
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4. Objectifs de l'étude
Étant donné l’importance de la régulation des IP3R dans la réponse calcique, il est 
pertinent d’identifier les mécanismes responsables de la modulation des IP3R. Plus 
particulièrement, sachant que les EP3R possèdent un large domaine de régulation, il est 
possible que des nouveaux partenaires d’interaction des IP3R jouent un rôle important dans 
la signalisation calcique. Ainsi, nous nous sommes proposé d’identifier des nouveaux 
partenaires d’interaction des IP3R et de vérifier l’implication de cette interaction dans la 
signalisation calcique. En utilisant une approche de co-immunoprécipitation, nous avons 
identifié Hsp90 comme un nouveau partenaire d’interaction des IP3R. Nous montrons 
également que cette interaction est issue de la voie de signalisation de l’insuline.
Dans le muscle cardiaque, le rôle des L-VDCC et du RyR2 dans le CICR menant à la 
contraction est déjà bien documenté. Par contre, de plus en plus d’études démontrent que 
des éléments de la signalisation calcique des cellules non-excitables comme les EP3R et les 
TRPC sont également exprimés dans les cardiomyocytes. Il devient donc primordial 
d’étudier le rôle de ces éléments dans la fonction des cardiomyocytes. Suite à 
l’identification des composantes moléculaires responsables de l’entrée SOCE, soit STIM1 
et Orail, il est possible que ces protéines prennent part également à la signalisation calcique 
dans le cœur. Ainsi, nous nous sommes proposé d’identifier le rôle de la protéine STIM1 
dans la signalisation calcique des cellules HL-1, qui est un modèle cellulaire dérivé de 
cardiomyocytes.
Ces études nous permettront de dresser un portrait plus complet de la signalisation 
calcique dans un système de cellules non-excitables par rapport à un système de cellules 
excitables.
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Article 1: Insulin promotes the association of heat 
shock protein 90 with the inositol 1,4,5-trisphosphate 
receptor to dampen its Ca2+ release activity
Auteurs de l’article: Nathalie Nguyen, Nancy Francoeur, Valérie Chartrand, Klaus
Klarskov, Gaétan Guillemette et Guylain Boulay
Statut de l’article: publié dans Endocrinology, vol. 150(5), p. 2190-2196, 2009
Avant-propos:
• Ma contribution à cet article comprend la réalisation des expériences, l’analyse des 
résultats, la rédaction de l’article et les corrections associées à l’article.
• La contribution de Nancy Francoeur comprend la réalisation des expériences 
permettant l’analyse par spectrométrie de masse et l’analyse des résultats de 
spectrométrie de masse.
•  La contribution de Valérie Chartrand comprend la réalisation des expériences 
d’immunobuvardage.
• La contribution de Klaus Klarskov comprend l’analyse des résultats de spectrométrie 
de masse.
• La contribution de Gaétan Guillemette comprend l’interprétation et la discussion des 
résultats.




Le récepteur de l’inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3R) est un récepteur canal permettant la 
relâche de Ca2+ du réticulum endoplasmique à l’intérieur de la cellule non-excitable. Il 
existe trois isoformes des IP3R et chacune possède un large domaine de régulation couvrant 
environ 60% de la protéine. Cette régulation s’effectue suite à l’interaction de petites 
molécules telles que le Ca2+ et IMP3, ou encore par des modifications post-traductionnelles, 
mais surtout, par des interactions avec d’autres protéines. Dans notre recherche de 
nouveaux partenaires d’interaction aux IP3R, nous avons identifié Hsp90, une protéine 
chaperonne de 90 kDa responsable du repliement adéquat des protéines. Cette interaction 
augmente suite à une stimulation des cellules HEK293T à l’insuline, mais pas avec des 
agonistes des récepteurs couplés à la protéine Gq (GqPCR). De plus, la geldanamycine 
(GA), un inhibiteur de Hsp90, prévient l’interaction entre les IP3R et Hsp90. Un pré-
*\ I
traitement des cellules HEK293T avec la GA augmente significativement la relâche de Ca 
induite par un agoniste des GqPCR. L’insuline seule ne provoque aucune relâche de Ca2+ 
intracellulaire. Par contre, suite à une stimulation avec un agoniste des GqPCR, l’insuline 
diminue la relâche de Ca2+ intracellulaire. De façon intéressante, le 17-AAG, un analogue
^  I
de la G A, abolit l’effet inhibiteur de l’insuline sur la relâche de Ca induite par un agoniste 
des GqPCR. De plus, en investiguant le mécanisme à l’origine de ce phénomène, nous 
avons découvert que l’inhibition de kinases activées en aval du récepteur à l’insuline 
augmente significativement l’interaction entre les IP3R et Hsp90. Par contre, l’inhibition 
simultanée des kinases mTOR et Src abolit presque complètement l’interaction entre les 
IP3R et Hsp90. Ces résultats démontrent que l’insuline favorise l’interaction entre les IP3R 
et Hsp90 afin de diminuer son activité de relâche calcique par un mécanisme impliquant les 
kinases mTOR et Src.
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Abstract
The IP3R is a Ca release channel that plays a pivotal role in regulating intracellular 
Ca2+ levels in resting cells. Three isoforms of IP3R have been identified and they all possess 
a large regulatory domain that covers about 60% of the protein. This regulation is 
accomplished by interaction with small molecules, post-translational modifications, and 
mostly protein-protein interactions. In our search for new binding partners of the IP3R, we 
found that Hsp90 binds to the IP3R. This interaction increased upon stimulation of 
HEK293T6.il cells with insulin, but not with GqPCR agonists. Moreover, the Hsp90 
inhibitor geldanamycin (GA) disrupted the interaction between Hsp90 and the IP3R. Pre­
treatment of HEK293T6.il cells with GA greatly increased the intracellular Ca2+ release 
induced by a GqPCR agonist. Insulin alone did not induce any intracellular Ca2+ release.
^  i
However, insulin diminished the intracellular Ca release induced by a GqPCR agonist. 
Interestingly, GA abolished the inhibitory effect of insulin on GqPCR-induced intracellular 
Ca2+ release. Furthermore, in our search for a mechanistic explanation to this phenomenon, 
we found that inhibition of kinases activated downstream of the insulin receptor greatly 
increased the interaction between Hsp90 and the IP3R. O f greater interest, we found that the 
simultaneous inhibition of mTOR and the Src kinase almost completely disrupted the 
interaction between Hsp90 and the IP3R. These results demonstrate that insulin promotes 
the interaction of Hsp90 with the IP3R to dampen its Ca2+ release activity by a complex 
mechanism involving mTOR and the Src kinase.
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Introduction
The inositol 1,4,5-trisphosphate receptor (IP3R) is a Ca release channel that plays a 
pivotal role in regulating intracellular Ca2+ levels in resting cells (1). In mammals, three 
different isoforms of IP3R have been identified, IP3R-I, IP3R- 2  and IP3R- 3  (2-4). 
Structurally, the IP3R are composed of three domains, a N-terminal domain containing the 
IP3 binding site, a large middle domain involved in the coupling with other proteins and in 
the modulation of the channel activity, and a C-terminal domain forming the pore of the 
channel (5). Even though they share great sequence homology (70-80%) (6 ), the three types 
of IP3R differ in many aspects, including their tissue distribution (7) and their regulatory 
mechanisms (1, 8 ). The regulatory domain shares the least homology between the three 
isoforms of IP3R and it is where most regulatory processes take place, such as 
phosphorylation, interaction with small molecules (like Ca2+ or ATP), or with other 
proteins (1). Because protein-protein interactions contribute to an important part of protein 
regulation, strong efforts have been put on the identification of new binding partners for the 
IP3R. Many IP3R binding partners have already been identified, like calmodulin (9), CaBPl 
(10), Homer (11), and IRBIT (12) to name a few. Recent advances in the field of proteomic 
have offered a new interesting approach using chemical cross-linking combined with mass 
spectrometry for the identification of transient protein-protein complexes (13-15). Using 
such a cross-linking approach combined with mass spectrometry, we searched for new 
binding partners that could be involved in the regulation of the IP3R activity. We found that 
the heat-shock protein of 90 kDa (Hsp90) interacts with the IP3R in HEK293T6.11 cells. 
Hsp90 is best known for its role in the proper folding and the maturation of nascent 
proteins (16). Hsp90 is also well recognized for its buffering function against genetic 
mutations and environmental stresses (17). Here, we demonstrate that insulin promotes the 
interaction of Hsp90 with the IP3R to dampen its Ca2+ release activity by a complex 




Cell culture media, serum, geneticin (G418), penicillin/streptomycin, L-glutamine, 
Hepes, and trypsin were purchased from Invitrogen (Burlington, ON). Wortmannin, 
PD98059, PP2, rapamycin, 17-AAG and fura-2/AM were from Calbiochem (La Jolla, CA). 
Recombinant human insulin was from Sigma (St. Louis, MO). Geldanamycin was from 
HMH Therafect inc. (Sherbrooke, QC). DPDPB was from Pierce (Rockford, IL). Mouse 
monoclonal anti-DP3 receptor type 3 antibody was from BD Transduction Laboratories 
(Lexington, KY). Rabbit polyclonal anti-Hsp90 antibody was from Stressgen (Victoria, 
BC). Horseradish peroxidase-conjugated sheep anti-mouse and peroxidase-conjugated 
donkey anti-rabbit antibodies were from Amersham Biosciences. All other reagents and 
chemicals were from Laboratoire MAT inc. (Beauport, QC).
Cell culture
HEK293T6.11 cells stably expressing the Ca2+-permeable channel TRPC6  were 
cultured in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) supplemented with 10% fetal 
bovine serum (FBS) in the presence of 400 pg/ml G418, 5 mM glutamine, 50 pg/ml 
streptomycin, and 50 U/ml penicillin, at 37°C under a humidified 5% CO2 environment.
Cross-linking, cell lysis and immunoprécipitation assays
For cross-linking experiments, 3.5 millions cells were washed twice with cold PBS and 
incubated with 725 pM DPDPB for 20 min at 4°C. DPDPB is a cell-permeable 
homobifimctional agent reactive toward sulfhydryl groups, and cleavable under reducing 
conditions. The cross-linking reaction was stopped by washing the cells with cold PBS. The 
cells were then lysed in 1 ml of lysis buffer containing 20 mM Tris-HCl, pH 8.0, 150 mM 
NaCl, 1% Nonidet P40, 0.5% deoxycholate, 5 mM EDTA, 0.1% SDS, 1 pg/ml soybean 
trypsin inhibitor, 5 pg/ml leupeptin, and 100 pM phenylmethylsulfonyl fluoride, for 30 min 
at 4°C followed by 20 passages through a 20-gauge needle and 5 passages through a 25- 
gauge needle. The cell lysate was centrifuged at 15 000 g for 30 min to remove insoluble
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materials and the supernatant was incubated for 16 h at 4°C with the anti-IP3R- 3  antibody 
immobilized on protein A-Sepharose beads (Amersham Biosciences). Beads were then 
washed three times by centrifugation at 1 0  0 0 0  g for 1 min.
Mass spectrometry and protein identification
For mass spectrometry analysis, 8.5 millions cells were lysed. Immunoprecipitated 
proteins were separated by SDS-PAGE (under reducing conditions) and stained with 
Colloidal Blue. Proteins of interest were cut from the gel, washed in 100 mM ammonium 
bicarbonate for 15 min at room temperature, and dehydrated in acetonitrile. Reduction was 
performed with 5 pg/pl dithiothreitol (DTT) at 37°C, and alkylation was carried out using 
25 pg/pl iodoacetamide. The gel pieces were then washed in 100 mM ammonium 
bicarbonate and dehydrated in acetonitrile before drying in a SpeedVac. The dried gel 
pieces were rehydrated in 100 mM ammonium bicarbonate containing 40% 
dimethylformamide and 100 ng/pl trypsin for 15 min at room temperature. Following 
removal of excess trypsin solution and addition of 50 pi of 50 mM ammonium bicarbonate, 
the proteolytic digestion was carried out overnight at 37°C. Peptides from in-gel digestion 
were analyzed by nanoLC-ESI-TOF-MS/MS system consisting of a capillary LC system 
with autosampler (Waters, MA) and a Magic C18 AQ reversed-phase column (200A, 5 pm; 
Michrom BioResources, Auburn, CA) coupled on-line to a QTOF 2E mass spectrometer 
(Micromass, Manchester, UK). After MS/MS data files were created separately with the 
MassLynx 3.5 software, spectra were searched with the MASCOT algorithm 
(www.matrixscience.com).
Western blotting
For Western blot analysis, the beads were boiled in 2X Laemmli buffer containing 40 
mg/ml DTT to denature proteins. Note that DPDPB is a sulfhydryl-reactive 
homobifunctionnal cross-linking agent that is cleaved under these denaturing conditions. 
Proteins were then separated by SDS-PAGE and transferred to nitrocellulose membranes 
(Millipore) in a buffer containing 25 mM Tris, 200 mM glycine, and 20% methanol. After 
staining with Ponceau S, blots were washed with TBS-T and incubated for 16h at 4°C in
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5% non-fat milk. For detection, blots were incubated with indicated antibodies for 3 h at 
room temperature, followed by incubation with HRP-coupled anti-antibodies for 90 min at 
room temperature, and revealed with enhanced chemiluminescence technique.
Measurement of intracellular Ca2*
We used the method described by Zhu et al. (18) to measure intracellular Ca2+ Briefly, 
cells attached to poly-L-lysine-treated coverslips were washed twice with Hepes buffered 
saline solution (HBSS) and loaded with fura-2/AM (2 pM in HBSS) for 20 min at room 
temperature in the dark. After a de-esterification step (washing and incubating in fresh 
HBSS for 20 min at room temperature) the coverslips were then transferred to a measuring 
chamber in which the cells were continuously superfused with HBSS. The chamber was 
then placed on the stage of a Zeiss Axovert microscope fitted with an Attofluor Digital 
Imaging and Photometry System (Attofluor Inc., Rockville, MD). Some 70-80 isolated 
fura-2-loaded cells were selected. Measurements of intracellular Ca2+ in single cells were 
obtained by using alternate excitation wavelengths of 334 and 380 nm and monitoring 
emitted fluorescence at 520 nm. Free Ca2+ concentration was calculated from 334/380 
fluorescence ratios following the method of Grynkiewicz et al. (19). All reagents were 
diluted to their final concentrations in HBSS and applied to the cells by surface perfusion.
Statistical analysis
Means ± S.D. were calculated for at least three independent experiments. Data were 




Hsp90 interacts with IP3R-3 in HEK293T6.il cells.
In order to find new IP3R binding partners, a cross-linking approach followed by co- 
immunoprecipitation was used (see Materials and Methods). Due to the abundant 
expression of IP3R- 3  in HEK293T6.11 cells, an antibody against this specific isoform was 
used for the immunoprécipitation step. The immunoprecipitate contained a protein 
migrating with a Mr 90 kDa on SDS-PAGE that was identified as Hsp90 by mass 
spectrometry analysis (spectra shown in Fig. 1A and IB, and analyzed in Table 1). Hsp90 
is a chaperone protein known to play an essential role in protein folding and maturation 
(16). To further confirm the interaction between Hsp90 and IP3R-3 , the immunoprecipitated 
material was analyzed by Western blot. Fig. 1C shows that Hsp90 co-immunoprecipitated 
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Figure 1. Hsp90 interacts with IP3R-3 in HEK293T6.il cells. Cells were cross-linked 
for 20 min with 725 pM DPDPB. After cell lysis, proteins were immunoprecipitated with 
anti-IP3R- 3  antibody and separated by SDS-PAGE. (A) NanoLC-ESI-MS/MS analysis of 
spot 90. Base Peak Intensity chromatogram (BPI) of survey scans 400-1400 m/z. The 
fraction with one of the ions selected for tandem mass spectrometry is indicated by a star. 
(B) Tandem mass spectrometry analysis of the doubly charged ion m/z 675.4 selected from 
the survey scan shown in the insert. (C) Western blot analysis using anti-Hsp90 or anti- 
IP3R-3 antibodies. This typical experiment is representative of three independent 
experiments.
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Insulin promotes the interaction between IP3R-3 and Hsp90.
The activation of Gq protein-coupled receptors (GqPCR) and of tyrosine kinase 
receptors (RTK) are two major pathways involved in the production of IP3 , hence leading 
to the activation of IP3R. We verified whether the interaction between IP3R and Hsp90 
could be increased under conditions that activate the EP3R. Fig. 2A shows that pre­
incubation of HEK293T6.il cells with carbachol (CCh) or with ATP, two GqPCR agonists, 
did not increase the co-immunoprecipitation of Hsp90 with IP3R-3 . Interestingly, the pre­
incubation of HEK293T6.il cells with insulin, a RTK agonist, significantly increased the 
co-immunoprecipitation of Hsp90 with IP3R-3 , even under conditions where no cross- 
linking agent was used. The interaction of Hsp90 with client proteins is dependent on its 
ability to bind and hydrolyze ATP and this interaction is efficiently disrupted by ATP- 
mimetic drugs such as geldanamycin (GA) (20). After pre-treating HEK293T6.il cells 
with GA, insulin could no more increase the co-immunoprecipitation of Hsp90 with IP3R- 3  
(Fig. 2B). These results suggest that IP3R- 3  is a new client protein of Hsp90 and that their 
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Figure 2. Insulin increases the interaction of IP3R-3 with Hsp90 in HEK293T6.il 
cells. (A) Cells were stimulated for 15 min with carbachol (CCh) (50 pM), ATP (100 pM), 
or insulin (1 pM). (B) Cells were pre-treated for 1 h with geldanamycin (GA) (5 pM) 
before stimulation for 15 min with insulin (1 pM). After cell lysis, proteins were 
immunoprecipitated with the anti-IP3R- 3  antibody, separated by SDS-PAGE, and identified 
by Western blotting with anti-Hsp90 or anti-IP3R-3 antibodies. Note that these experiments 
were done without using any cross-linking agent. These typical experiments are 
representative of at least three independent experiments.
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Geldanamycin potentiates CCh-induced intracellular Ca2+ release.
To determine the effect of Hsp90 on EP3R activity, we treated HEK293T6.11 cells with 
geldanamycin (GA) and measured CCh-induced intracellular Ca2+ releases in cells bathing 
in a Ca2+ free extracellular medium. In the absence of extracellular Ca2+, any intracellular 
Ca2+ increase is due exclusively to the release of Ca2+ from the intracellular store. Under 
control conditions, 2 pM CCh raised the intracellular Ca2+ concentration from a basal level 
of 89 nM to a high level of 136 nM (Fig. 3A). After a pre-treatment with GA, 2 pM CCh 
raised the intracellular Ca2+ concentration from a basal level of 89 nM to a high level of 
193 nM. Fig. 3B shows that under control conditions, 2 pM CCh increased the intracellular 
Ca concentration by 46.8 ± 7.9 nM (mean ± S.D. of three independent experiments 
performed each with 70-80 individual cells), whereas after a pre-treatment with GA, 2 pM 
CCh increased the intracellular Ca2+ concentration by 104.1 ± 5.8 nM (mean ± S.D. of three 
independent experiments performed each with 70-80 individual cells). We verified that the 
CCh-induced production of inositol phosphates was not modified after treatment with GA 
(data not shown). These results demonstrate that the inhibitor of Hsp90 potentiates agonist-
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Figure 3. Geldanamycin potentiates intracellular Ca2+ release. (A) HEK293T6.il cells 
were pre-treated for 1 h with geldanamycin (GA) (2 pM) and their intracellular Ca2+ 
concentration was measured after loading for 40 min with Fura-2/AM, in a Ca2+ free 
extracellular medium. Panel A shows typical traces depicting the intracellular Ca2+ released 
by 2 pM CCh in cells (average response of 70-80 cells) pre-treated with GA or with vehicle 
(control). Panel B shows peak value Ca2+ responses (mean ± S.D of three independent 
experiments performed each with 70-80 individual cells, *P<0.05) obtained under both 
conditions.
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Insulin dampens CCh-induced Ca2+ response.
Since insulin promotes the interaction of Hsp90 with the IP3R, we expected that it 
would also modify the cellular Ca2+ response. Fig. 4A shows a typical Ca2+ response of an 
individual HEK293T6.11 cell stimulated with 1 pM CCh in the presence of extracellular 
Ca2+. Upon addition of CCh, the intracellular Ca2+ concentration rapidly raised from a basal 
level of 45 nM Ca2+ to a high level of 227 nM Ca2+, to form an initial Ca2+ spike that
rapidly declined to an intermediate level around 150 nM Ca2+. This intermediate level
2+
slowly declined toward the basal level but remained above the basal level of Ca for
■j,
several minutes (to constitute a plateau phase). This typical “spike and plateau” Ca profile 
was observed in the majority of HEK293T6.il cells in response to 1 pM CCh. Upon 
addition of insulin, no change in the intracellular Ca2+ concentration was observed (data not 
shown). When HEK293T6.il cells were simultaneously stimulated with 1 pM CCh and 1 
pM insulin, they responded with repetitive Ca2+ spikes more commonly identified as 
intracellular Ca2+ oscillations (Fig. 4B). It is generally recognized that an oscillatory 
response is obtained after a weak stimulation (low concentration of agonist) whereas a 
spike and plateau response is obtained after a strong stimulation (high concentration of 
agonist) (21, 22). Therefore, by switching the spike and plateau response into an oscillatory 
response we interpret the effect of insulin as a dampening of the CCh-induced Ca2+ 
response. Interestingly, after a pre-treatment with 17-AAG (an analog of geldanamycin), 
HEK293T6.il cells responded to a simultaneous stimulation with CCh and insulin by 
producing a “spike and plateau” profile, restoring the response obtained with 1 pM CCh 
(Fig. 4C). Fig. 4D shows that as few as 5.1 ± 7.2 % of cells stimulated with CCh only 
(mean ± S.D. of values obtained with 119 individual cells) responded with an oscillatory 
pattern, whereas as much as 51.8 ± 5.5 % of cells stimulated simultaneously with CCh and 
insulin (mean ± S.D. of values obtained with 134 individual cells) responded with an 
oscillatory profile. In the presence of 17-AAG the proportion of cells that produced Ca2+ 
oscillations in response to CCh and insulin simultaneously was 6 . 6  ± 9.3 % (mean ± S.D. of 
values obtained with 136 individual cells). The regulatory effect of insulin on CCh-induced 
Ca2+ response was further illustrated by adding insulin 5 min after stimulating the cells with 
CCh. Under these conditions, the “spike and plateau” profile induced by CCh was modified
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for an oscillatory profile upon addition of insulin (Fig. 4E). Thus, these results suggest that 
by promoting the association of Hsp90 with the IP3R, insulin dampens the CCh-induced 
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Figure 4. Insulin affects IP3R activity by promoting an oscillatory pattern for Ca2+ 
response. Representative response of a single HEK293T6.il cell stimulated with 1 pM 
CCh (panel A), or simultaneously with 1 pM CCh and 1 pM insulin (panel B). 
Representative response of a single HEK293T6.11 cell pre-treated for 1 h with 2.5 pM 17- 
AAG and then stimulated simultaneously with 1 pM CCh and 1 pM insulin (panel C). 
Panel D shows the percentage of cells that, under each condition, responded by producing 
Ca2+ oscillations. The results are the mean ± S.D. of values obtained with 100-150 
individual cells in three independent experiments. Panel E shows the representative 
response of a single HEK293T6.il cell that was stimulated for the first 5 min with 1 pM 
CCh after which 1 pM insulin was added for the remainder of the experiment.
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The insulin-triggered association between Hsp90 and IP3R 
depends on the simultaneous activity of mTOR and Src kinase.
In order to explore the pathway responsible for the insulin-induced interaction between 
Hsp90 and the IP3R, we treated HEK293T6.ll cells with known inhibitors of different 
kinases activated downstream of the insulin receptor. Paradoxically, wortmannin (PI3K 
inhibitor), PD98059 (MAPK inhibitor), PP2 (Src kinase inhibitor) and rapamycin (mTOR 
inhibitor) all increased the insulin-induced co-immunoprecipitation of Hsp90 with IP3R- 3  
(Fig. 5A and 5B). The only condition that decreased the effect of insulin was when cells 
were simultaneously treated with rapamycin and PP2 (Fig. 5B). Under this condition, the 
effect of insulin was almost completely abolished. These results suggest that the 
downstream effectors mTOR and Src are involved in the effect of insulin by a mechanism 
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Figure 5. The insulin-triggered association between Hsp90 and IP3R depends on the 
simultaneous activity of mTOR and Src kinase. (A) HEK293T6.11 cells were pre-treated 
for 30 min with PP2 (5 pM), PD98059 (10 pM) or wortmannin (100 nM) before 
stimulation for 15 min with insulin (1 pM). (B) Cells were pre-treated for 30 min with PP2 
(5 pM) and rapamycin (10 pM) before stimulation for 15 min with insulin (1 pM). After 
cell lysis, proteins were immunoprecipitated with the anti-EP3R- 3  antibody, separated by 
SDS-PAGE, and identified by Western blotting with anti-Hsp90 or anti-IP3R- 3  antibodies. 
These typical experiments are representative of at least three independent experiments.
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Discussion
In our search for new IP3R binding partners, we found out that Hsp90 co- 
immunoprecipitates with the IP3R in HEK293T6.11 cell extracts. To our knowledge, we are 
the first to report a functional association between Hsp90 and the IP3R. To date, more than 
25 proteins have been reported to interact with the IP3R, influencing its function in a 
variety of ways (1). Among them, many scaffolding proteins such as Homer (11), and the 
protein 4. IN (23, 24) are involved in maintaining a stable localization of the IP3R within 
the cell. Hsp90 does not appear to play a mere scaffolding function for the IP3R since we 
found out that its association with the IP3R is regulated by insulin. Interestingly, we showed 
that GqPCR agonists (CCh and ATP) do not influence the association of Hsp90 with the 
IP3R. It therefore appears that the association of Hsp90 with the IP3R is not a common 
event in the typical GqPCR-induced Ca2+ signalling cascade but rather that it occurs under 
some circumstances, in the response of cells to insulin.
More than 100 proteins are known to associate with Hsp90, including kinases, 
receptors, transcription factors, and a variety of other client proteins (25, 26). Hsp90 exerts 
many different effects such as a chaperone activity for the maturation of clients, such as the 
cardiac potassium channel hERG (27). Hsp90 is also well known for its role in maintaining 
some clients in an inactive conformation, such as the glucocorticoid receptor (28) or other 
steroid receptors (29) that are maintained by Hsp90 in a state capable of binding hormone. 
Hsp90 was recently shown to associate with and inhibit the inositol hexakisphosphate 
kinase-2 (IP6K2), an enzyme involved in cell apoptosis (30). This negative regulatory 
effect of Hsp90 was interpreted as a protective effect against environmental stresses and 
apoptosis.
We demonstrated that the Hsp90 inhibitor G A potentiates agonist-induced intracellular 
Ca2+ release. In a study designed to investigate the signalling pathway through which GA 
induces the expression of certain heat shock proteins, Shu et al. were the first to observe 
that GA causes a transient increase of intracellular Ca2+ level in human non-small cell lung 
cancer H460 cells (31, 32). The authors did not identify the underlying mechanism 
responsible for this effect of GA. Our results suggest that Hsp90 associates with and
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diminishes the Ca release activity of the IP3R. Three pieces of evidence support this 
interpretation: firstly, we have shown that Hsp90 co-immunoprecipitates with the IP3R and 
this association is disrupted by GA; secondly, we have shown that GA increases the
^  I
intracellular Ca release induced by GqPCR agonists in HEK293T6.11 cells incubated in a
2"F 2*bCa -free medium, a condition under which the Ca response is exclusively due to the 
activity of the EP3R; thirdly, we showed that insulin promotes the association of Hsp90 with 
the IP3R, and also that insulin dampens the CCh-induced Ca2+ response of HEK293T6.il 
cells and that this effect is abolished by GA.
Kisfalvi et al. recently reported that insulin potentiates Ca2+ signalling through an 
Akt/mTOR-dependent pathway in human pancreatic cancer cell lines (33). Akt is a kinase 
that activates mTOR and that plays a central role in the insulin signalling (34). These 
results of Kisfalvi et al., are in apparent contradiction with our results showing a negative 
regulatory effect of insulin on CCh-induced Ca2+ responses in HEK293T6.il cells. 
Interestingly, Meares et al., previously showed that inhibition of Hsp90 with GA amplified 
Akt phosphorylation induced by insulin, indicating that Hsp90 normally buffers these 
signals (17). Furthermore Koga et al. showed that the Hsp90 inhibitor GA stimulates Akt 
via transient activation of Src kinase and that Src kinase activation is likely caused by its 
dissociation from Hsp90 (35). Altogether these results suggest that by activating the 
Akt/mTOR pathway, insulin is potentiating the Ca2+ signalling, but under some 
circumstances Hsp90 dampens this regulatory effect of insulin. Our results show that the 
simultaneous inhibition of Src kinase and mTOR decreases the association of Hsp90 with 
IP3R, thus these kinases downstream of the insulin receptor appear to mediate a negative 
regulatory effect of insulin on Ca2+ signalling. Interestingly, in the recent study of Kisfalvi 
et al., it was observed that the addition of insulin after GqPCR agonists did not produce any 
additional increase in the intracellular Ca2+ level (33). The authors suggested the existence 
of a feedback mechanism that would prevent excessive GqPCR-induced increases of 
intracellular Ca levels in cells receiving a concomitant stimulation with insulin. In light of 
our results, this feedback mechanism could be achieved through Hsp90. Thus, it is likely 
that insulin exerts a positive regulatory effect on Ca2+ signalling by a mechanism involving 
Akt/mTOR and a negative regulatory effect by a mechanism involving the association of
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Hsp90 with the EP3R. This association of Hsp90 with the EP3R appears to necessitate the 
simultaneous actions of mTOR and Src kinase. In conclusion, our results demonstrate that 
insulin promotes the association of Hsp90 with the IP3R to dampen its Ca2+ release activity. 
Further work is needed to evaluate the physiological significance of the insulin-triggered 
interaction between Hsp90 and DP3R in the native insulin-target tissues such as muscle, fat 
and liver.
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Avant-propos:
•  Ma contribution à cet article comprend la réalisation des expériences présentées dans 
l’article, l’analyse des résultats, la rédaction de l’article et les corrections associées à 
l’article.
•  La contribution de Michael Biet comprend la réalisation des expériences de patch- 
clamp et l’analyse des résultats obtenus avec ces expériences.
•  La contribution d’Élie Simard comprend le support technique pour les essais de 
contractions mesurés par microscopie à force atomique et l’analyse des résultats 
obtenus avec ces expériences.
• La contribution d’Éric Béliveau comprend le support technique pour l’analyse 
d’autocorrélation et la réalisation des vidéos associés aux essais calciques.
• La contribution de Nancy Francoeur comprend la réalisation des expériences de 
biotinylation et de co-immunoprécipitation.
• La contribution de Gaétan Guillemette comprend l’interprétation et la discussion des 
résultats.
• La contribution de Robert Dumaine comprend l’interprétation et la discussion des 
résultats obtenus en patch-clamp.
• La contribution de Michel Grandbois comprend l’interprétation et la discussion des 
résultats obtenus en microscopie à force atomique.




STIMl joue un rôle primordial dans l’homéostasie calcique, en particulier dans le 
remplissage du principal réservoir de Ca2+ de la cellule suite à sa vidange. Dans les 
cardiomyocytes, un contrôle adéquat du contenu en Ca du réticulum sarcoplasmique (RS) 
est essentiel afin de permettre la contraction. Ainsi, STIMl serait potentiellement impliqué 
dans ce contrôle et, par le fait même, pourrait réguler la contraction des cardiomyocytes. Le 
but de notre étude est donc de déterminer si STIMl régule la contractilité cardiaque. Par 
l’intermédiaire de la microscopie à force atomique (AFM), nous observons une 
perturbation du rythme de contraction des cardiomyocytes HL-1 suite à l’atténuation de 
l’expression de STIMl. De plus, en utilisant l’imagerie calcique, nous observons des
y,
irrégularités dans le rythme des oscillations de Ca spontanées des cardiomyocytes HL-1 
dans des conditions où l’expression de STIMl est diminuée. Également, à l’aide 
d’enregistrements de potentiels d’action dans les cardiomyocytes HL-1 où l’expression de 
STIMl a été atténuée, nous observons l’apparition d’événements arrythmogéniques, ce qui 
concorde avec les perturbations de rythme dans la contraction et les oscillations de Ca2+ 
spontanées. Ces résultats sont également compatibles avec la surcharge de Ca2+ dans le RS 
observée par imagerie calcique et mesurée suite à une stimulation à la caféine lorsque 
l’expression de STIMl est atténuée. De plus, nos résultats démontrent que STIMl régule 
directement l’activité des canaux Ca de type T (T-VDCC) puisque ces deux protéines co- 
immunoprécipitent. Finalement, à l’aide de la technique de « patch-clamp », nous 
démontrons que suite à l’atténuation de l’expression de STIMl, les T-VDCC s’activent à 
des potentiels de membrane plus négatifs sans affecter leur disponibilité. De plus, dans les 
mêmes conditions, la densité du courant Ic a,T est nettement augmentée. Nos résultats de 
biotinylation démontrent que cette augmentation dans la densité du courant Ic a,T est due à 
une augmentation de l’expression des T-VDCC à la membrane. En conclusion, STIMl est 
un nouveau régulateur négatif de l’activité des T-VDCC afin de prévenir une surcharge de 
Ca2+, précurseur aux événements arrhytmogéniques.
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Abstract
STIMl plays a crucial role in Ca2+ homeostasis, particularly in replenishing the 
intracellular Ca2+ store following its depletion. In cardiomyocytes, the Ca2+ content of the 
sarcoplasmic reticulum must be tightly controlled to sustain contractile activity. The 
presence of STIM1 in cardiomyocytes suggests that it may play a role in regulating the 
contraction of cardiomyocytes. The aim of the present study was to determine how STEMl 
participates in the regulation of cardiac contractility. Atomic force microscopy revealed that 
knocking down STIM1 disrupts the contractility of cardiomyocyte-derived HL-1 cells. Ca 
imaging also revealed that knocking down STIM1 causes irregular spontaneous Ca 
oscillations in HL-1 cells. Action potential recordings further showed that knocking down 
STIM1 induces early and delayed afterdepolarizations. Knocking down STIM1 increased 
the peak amplitude and current density of T-type voltage-dependent Ca channels (T- 
VDCC) and shifted the activation curve toward more negative membrane potentials in HL- 
1 cells. Biotinylation assays revealed that knocking down STIM1 increased T-VDCC 
surface expression and co-immunoprecipitation assays suggested that STIMl directly 
regulates T-VDCC activity. Thus, STIMl is a negative regulator of T-VDCC activity and 
maintains a constant cardiac rhythm by preventing a Ca overload that elicits 
arrhythmogenic events.
Keywords: STIMl, T-type calcium channel, contractility, Ca2+ overload
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Introduction
Ca2+ is central in the regulation of cardiac contractility [1]. Cardiac contractility relies 
on the synergic action of L-type voltage-dependent Ca2+ channel (L-VDCC) and cardiac 
ryanodine receptor (RyR2), which provide Ca2+ through Ca2+-induced Ca2+ release (CICR) 
[2]. In addition to this essential mechanism, another process known as store-operated Ca2+ 
entry (SOCE), replenishes the sarcoplasmic reticulum (SR), the main Ca2+ store of the cell. 
This process has been best characterized in non-excitable cells, but has also been observed 
in excitable cells. For example, SOCE has been shown to prevent skeletal muscle fatigue 
by sustaining the Ca2+ store content of the SR [3]. SOCE has also been shown to play a role 
in the development of cardiomyocyte hypertrophy [4,5]. However, there is no indication as 
yet that SOCE is directly involved in the contractile activity of cardiomyocytes. Stromal 
interaction molecule 1 (STIMl) and Orail are the two major components of SOCE [6,7]. 
STIMl is a single-pass transmembrane protein located on the SR where it serves as a Ca2+ 
sensor [8 ]. Upon store depletion, STIMl detects a decrease in the SR Ca2+ concentration 
through its EF-hand domain and forms punctae that move near the plasma membrane, 
where it directly binds to and activates Orail [9-11]. Orail forms a tetrameric Ca2+ channel 
at the plasma membrane [12], Orail is the pore-forming region of CRAC [13,14].
In cardiomyocytes, where the fluctuation of the intracellular Ca2+ concentration 
([Ca2+]j) leads to rhythmic contraction, the Ca2+ content of the SR must be tightly 
controlled. Since STIMl is expressed in HL-1 cells [15] and acts as the Ca2+ sensor of the 
SR, it should participate in the regulation of the contractile activity of cardiomyocytes. The 
aim of the present study was thus to determine whether STIMl is involved in the regulation 
of cardiac contractility. Here, we show that knocking down STIMl causes a deregulation of 
both spontaneous contractions and intracellular Ca2+ oscillations in HL-1 cells. Action 
potentials are also perturbed when STIMl expression is decreased, eliciting 
arrhythmogenic events called delayed afterdepolarizations. We further show that STIMl 
physically interacts with T-VDCC to prevent an increase in Ica,T density and negatively 
modulates T-VDCC activity. This result is further confirmed by an increase in T-VDCC 
surface expression when STIMl expression is decreased. Taken altogether, these results
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Claycomb medium, fetal bovine serum (FBS), ascorbic acid, norepinephrine (NE), 
soybean trypsin inhibitor, fibronectin, and caffeine were purchased from Sigma-Aldrich 
(St. Louis, MO, USA). Trypsin-EDTA 0.05% was from Wisent Inc. (St-Bruno, QC, 
Canada). Penicillin/streptomycin, L-glutamine, Hepes, Lipofectamine 2000, OptiMEM, and 
Block-it AlexaFluor Red Fluorescent Oligo were from Invitrogen (Burlington, ON, 
Canada). Fura-2/AM was from Calbiochem (La Jolla, CA, USA). Rabbit polyclonal anti- 
ST1M1 antibody, mouse monoclonal anti-actin antibody, and nitrocellulose membranes 
were from Millipore (Temecula, CA, USA). Rabbit polyclonal anti-Cay3.1/3.2 antibody 
and rabbit polyclonal anti-STIM2 antibody were from AbCam (Cambridge, MA, USA). 
Rabbit polyclonal anti-Cay3.1 antibody was from Alomone Labs (Jerusalem, Israel). 
Horseradish peroxidase-conjugated sheep anti-mouse and horseradish peroxidase- 
conjugated donkey anti-rabbit antibodies were from Amersham Biosciences. A/G PLUS- 
agarose beads were from Santa Cruz Biotechnology (Santa Cruz, CA, USA). Sulfo-NHS- 
SS-Biotin and streptavidin-agarose beads were from Pierce (Pierce Biotechnology, 
Rockford, IL, USA). STIMl siRNA and control siRNA (ON-TARGETplus Control Pool) 
were from Dharmacon, Inc. (Lafayette, CO, USA). Unless otherwise stated, all other 
reagents were from Sigma-Aldrich (Oakville, ON, Canada) or Laboratoire MAT (Quebec 
City, QC, Canada).
Cell culture and transfection with siRNAs
The cardiomyocyte-derived HL-1 cell was used because it displays spontaneous and 
rhythmic activities (contractions, Ca2+ oscillations and electrical activity) and can be easily 
manipulated to gain a better understanding of these activities at the cellular and molecular
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levels. HL-1 cell line was kindly provided by William Claycomb (Louisiana State 
University Medical Center, New Orleans, LA, USA) and was cultured as previously 
described [16]. Briefly, HL-1 cells were cultured in Claycomb medium supplemented with 
10% FBS in the presence of 2 mM L-glutamine, 100 pg/mL streptomycin, 100 U/mL 
penicillin, and 100 pM NE (prepared from a 10 mM stock solution in 30 mM ascorbic acid) 
at 37°C in a humidified 5% CO2 environment. HL-1 cells were transiently transfected with 
siRNAs at a final concentration of 50 nM using Lipofectamine 2000 according to 
manufacturer’s instructions. siRNA transfection efficiency and the selection of transfected 
cells for [Ca2+]i and contraction measurements were assessed using Block-it AlexaFluor 
Red Fluorescent Oligo. siRNA transfection efficiency was approximately 90%.
Co-immunoprecipitation and Western Blotting
HL-1 cells were lysed with cold RIPA buffer containing 20 mM Tris-HCl (pH 8.0), 150 
mM NaCl, 1% Nonidet P40, 0.5% deoxycholate, 5 mM EDTA, 0.1% SDS, 1 pg/mL 
soybean trypsin inhibitor, 5 pg/mL leupeptin, and 100 pM phenylmethylsulfonyl fluoride 
for 20 min at 4°C followed by 20 passages through a 20-gauge needle and 5 passages 
through a 25-gauge needle. The cell lysate was centrifuged at 15 000 g for 15 min to 
remove insoluble materials, and the protein concentration in the supernatant was 
determined using the Bradford method. The supernatant was then incubated for 16 h at 4°C 
with the indicated antibody immobilized on protein A/G PLUS-agarose beads. The beads 
were washed three times with solubilizing buffer and were heated for 30 min at 60°C in 2x 
Laemmli buffer containing 40 mg/mL of dithiothreitol to denature the proteins. The 
proteins were then resolved by SDS-PAGE and were transferred to nitrocellulose 
membranes in a buffer containing 25 mM Tris-base, 200 mM glycine, and 20% methanol 
(pH ~8.2). After staining with Ponceau S, the blots were washed with TBS-T and were 
incubated for 16 h at 4°C in 5% non-fat skim milk. To detect proteins bands, the blots were 
incubated with the indicated antibodies for 16 h at 4°C followed by HRP-coupled anti­
antibodies for 90 min at room temperature, and then with an enhanced chemiluminescence 
reagent.
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Biotinylation of cell surface proteins
To biotinylate cell surface proteins, we used the method described by Cayouette et al. 
[17]. Briefly, siRNA-transfected HL-1 cells grown for 48-72 h in 6 -well plates were 
washed with ice-cold PBS containing Ca2+/Mg2+ (PBS with 0.9 mM CaCl2 and 1 mM 
MgCh). The cells were placed on ice and washed twice with ice-cold PBS and then 
incubated for 90 min at 4 °C with 3 mg/ml of Sulfo-NHS-SS-Biotin in PBS with
•y, -ji
Ca /Mg . The biotinylation reaction was terminated by washing the cells three times with 
ice-cold PBS containing 10 mM glycine. The cells were then lysed with 400 pi of ice-cold 
RIPA buffer for 30 min at 4 °C followed by 20 passages through a 20-gauge needle and 5 
passages through a 25-gauge needle. The cell extracts were cleared by centrifugation and 
added to 75 pi of streptavidin-agarose beads and incubated for 16 h at 4 °C. The biotin- 
streptavidin-agarose complexes were harvested by centrifugation and washed three times 
with RIPA buffer. The beads were then resuspended in 2x Laemmli buffer and incubated at 
60 °C for 30 min before SDS-PAGE separation and immunoblotting.
Measurement of intracellular free Ca2*, [Ca2+]i
The method described by Zhu et al. was used to measure [Ca2+]i [18]. Briefly, HL-1 
cells were grown on coverslips pre-coated with gelatin/fibronectin. After a 48-72 h 
transfection, the coverslips were washed twice with Hepes buffered saline solution (HBSS 
(in mM): 120 NaCl, 5.3 KC1, 0.8 MgS04, 10 glucose, 1 . 8  CaCl2, 20 Hepes, pH 7.4) and 
were loaded with fura-2/AM (4 pM in HBSS) for 20 min at room temperature in the dark. 
After washing and de-esterifying in fresh HBSS for 20 min at room temperature, the 
coverslips were inserted in a circular open-bottom chamber and were placed on the stage of 
an Olympus 1X71 microscope (Olympus Canada Inc., Markham, ON, Canada) equipped 
with a Lambda-DG-4 illuminator (Sutter Instrument Company, Novato, CA, USA). [Ca2+]i 
in selected fura2-loaded cells (40 to 50 cells/coverslip) was measured by fluorescence 
videomicroscopy at room temperature using alternating excitation wavelengths of 340 nm 
(26 nm bandpass) and 387 nm (11 nm bandpass). Emitted fluorescence was monitored at 
510 nm (84 nm bandpass) through a 415-570 nm dichroic mirror. Fluorescence intensity 
was monitored using an Evolve™ EMCCD camera (Photometries, Tucson, AZ, USA). The
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images were digitized and analyzed using MetaFluor software (Universal Imaging 
Corporation, Downingtown, PA, USA). Free [Ca2+]i was calculated from the 340/387 
fluorescence ratios using the method of Grynkiewicz et al. [19]. AU reagents were diluted to
a |
their final concentrations in HBSS and were applied to the cells by surface perfusion. Ca - 
free HBSS was supplemented with 0.5 mM EGTA to chelate any remaining extracellular
Ca2+.
Measurement of contractility by atomic force microscopy (AFM)
The method described by Domke et al. was used to measure HL-1 cells contractility 
[20]. Briefly, cells were grown on 60-mm-diameter dishes pre-coated with 
gelatin/fibronectin. After a 48-72 h transfection, the dishes were placed in a custom-made 
AFM setup mounted over an inverted microscope (Motic, Richmond, BC, Canada), which 
made it possible to observe beating cells and position the AFM tip on top of them. The 
system was comprised of a Z-piezo scanner (P753.21C, Physik Instrumente, Auburn, MA, 
USA) equipped with a capacitive sensor with a nominal closed-loop resolution of 0.1 nm, a 
piezoelectric XY positioner (PXY 200/28 motion x, y 200 pm, Piezosystem Jena, MA, 
USA), and a 635-nm laser source (OZ-2000 series, OZ Optics, USA) to detect cantilever 
deflection. The setup was installed in an acoustic and vibration isolation box at a controlled 
temperature at 37°C. All experiments were performed with non-conductive silicon nitride 
cantilevers (Veeco, Camarillo, CA, USA), with a nominal force constant of 0.01 N/m, 
calibrated using the thermal noise method [21,22]. Data was analyzed using Igor Pro 
WaveMetrics software (Lake Oswego, OR, USA).
Electrophysiology
Action potentials were recorded at room temperature using the current clamp technique. 
The extracellular solution contained (in mM): 120 NaCl, 5.3 KC1, 0.8 MgS0 4 , 10 glucose, 
1.8 CaCl2, and 20 Hepes (pH 7.4 adjusted with NaOH). The pipette solution contained (in 
mM): 120 K-aspartate, 25 KC1, 1 MgCl2, 10 EGTA, 2 Na2phosphocreatine, 4 Na2ATP, 2 
Na2GTP, and 5 Hepes (pH 7.2 adjusted with KOH). The whole cell patch clamp technique 
was used to record Ca2+ currents (lea)- HL-1 cells were dissociated in 0.05% trypsin-EDTA
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for 5 min. The digestion reaction was stopped using 0.025% soybean trypsin inhibitor. Data 
were acquired at room temperature using an Axopatch 200B amplifier equipped with a CV- 
201A head stage (Axon Instruments, Foster City, CA, USA). During recordings, the cells 
were perfused with a bath solution containing (in mM): 140 TEAC1, 2 MgCl2, 5 CaCb, 10 
glucose, and 10 Hepes (pH 7.4 adjusted with CsOH). Patch pipette resistance was between 
2-4 MQ when filled with a solution containing (in mM) 100 CsCl, 20 TEAC1, 10 EGTA, 
10 Hepes, 3 Na2ATP, and 0.5 Na2GTP (pH 7.2 adjusted with CsOH). All solutions were 
adjusted to 290 mOsm with sucrose. Data were acquired and analyzed using pCLAMP 
(Molecular Devices Inc., Sunnyvale, CA, USA) and Origin software (OriginLab 
Corporation, Northampton, MA, USA).
Statistical analysis
All values are expressed as means ± S.D., and statistical significance was tested using 
an unpaired Student’s /-test. P < 0.05 was considered statistically significant. The mean 
periods and rhythmicity index (RI) were determined for each cell using an autocorrelation 
analysis as described by Levine et al. [23] with the Perl Statistics-Autocorrelation module 
(http://www.cpan.org) or ClampFit program (Molecular Devices Inc., Sunnyvale, CA, 
USA). The RI has been used to describe rhythm strength in studies on rhythmic Ca2+ 
oscillation in cardiac pacemaker cells [24].
58
Results
STIMl is expressed and controls the ryanodine-sensitive Ca2* 
pool in HL-1 cells
The involvement of endogenous STIMl in the cellular Ca2+ homeostasis of HL-1 cells 
was investigated by silencing its expression with an siRNA specific for STIMl mRNA. 
Figure 1A shows that STIMl is expressed in HL-1 cells. The transfection of HL-1 cells 
with an siRNA specific for STIMl (siSTIMl) decreased its expression to 31.2 ± 3.7 % of 
that of cells transfected with a control siRNA (siCTL) (Fig. 1 A). The expression of STIM2, 
a closely related family member, was unaffected by the transfection of siSTIMl (Fig. IB). 
Since STIMl is known to be an SR Ca2+ sensor, we first investigated whether knocking 
down STIMl would affect the intracellular Ca2+ store of HL-1 cells. The Ca2+ content of 
the SR was evaluated by releasing the ryanodine-sensitive Ca2+ pool using 10 mM caffeine 
in the absence of extracellular Ca . Figure 1C shows mean traces of caffeine-induced Ca 
release in cells transfected with siCTL (solid line) or siSTIMl (dashed line). Caffeine- 
induced Ca2+ release was significantly higher in siSTIMl-transfected cells (527 ± 78 nM) 
than in control cells (353 ± 72 nM) (Fig. ID). We verified that the transfection of an 
unspecific siRNA did not affect the caffeine-induced Ca2+ release in HL-1 cells (see 
supplemental data Figure 1). These results suggested that knocking down STIMl in HL-1 
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Figure 1. STIMl is expressed and controls the ryanodine-sensitive Ca2+ pool in HL-1 
cells. (A, B) Cells were transfected with 50 nM of control siRNA or siSTIMl. After 48- 
72h, cells were lysed and proteins were resolved by SDS-PAGE, and identified by Western 
blot using anti-STIMl (A), anti-STIM2 (B) or anti-actin antibodies. Bar graphs show 
averaged data of the densitometric analysis (n = 3 independent experiments). (C) Average 
traces showing caffeine-induced Ca2+ releases in HL-1 cells bathed in a Ca2+ free medium. 
(D) Summarized data showing caffeine-induced Ca2+ release in control cells (n = 8 
coverslips with 40-50 cells/coverslip) and in cells transfected with siSTIMl (n = 6 
coverslips with 40-50 cells/coverslip). *P<0.05 with an unpaired Student’s t test.
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Knocking down STIMl perturbs the rate of contraction of HL-1 
cells
The effect of STIMl knockdown on the contractility of HL-1 cells was evaluated using 
AFM in its force measurement mode. In this experiment, the rhythmic contractions of a 
cluster of cells was detected by recording the deflection of the cantilever (in nm) as a 
function of time [20]. Figure 2A shows typical contractions of HL-1 cells transfected with 
siCTL and the autocorrelation analysis of the typical trace. The contraction signal was 
regular, with a mean period of 483 ± 147 ms (Fig. 2C). Figure 2B shows typical 
contractions of HL-1 cells transfected with siSTIMl and the corresponding autocorrelation 
analysis. Interestingly, the contraction signal was visually more irregular than control cells 
and yielded a mean period of 569 ± 171 ms (Fig. 2C). The mean RI (which reflects the 
strength of rhythmicity and is identified as the third peak on the correlogram) [23] was 
significantly lower in HL-1 cells transfected with siSTIMl (0.31 ± 0.06) than in cells 
transfected with siCTL (0.63 ± 0.15) (Fig. 2D). We verified that the transfection of an 
unspecific siRNA did not affect the contractions of HL-1 cells (see supplemental data 
Figure 2A-2C). These results showed that STIMl is involved in the control of contraction 
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Figure 2. Knocking down STIM l perturbs the rate of contraction of HL-1 cells. (A)
Representative trace showing the contraction of control cells and the corresponding 
autocorrelation analysis. (B) Representative trace showing the contraction of cells 
transfected with siSTIMl and the corresponding autocorrelation analysis. The stars indicate 
the RI value for each trace. (C, D) Summarized data showing the mean contraction periods 
(C) and the mean RI (D) in control cells (n = 37 cells) and in cells transfected with 
siSTIMl (n = 35 cells). *P<0.05 with an unpaired Student’s t test.
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Knocking down STIMl induces irregular spontaneous Ca2* 
oscillations in HL-1 cells
HL-1 cells display spontaneous Ca2+ oscillations under basal conditions [16,25]. Since 
Ca2+ is the key component underlying each contraction, the effect of knocking down 
STIMl on spontaneous Ca2+ oscillations in HL-1 cells was evaluated. Figure 3A shows 
typical Ca oscillations in a control cell and the autocorrelation analysis of the
j,
corresponding trace. The mean period of the Ca oscillations in control cells was 2.1 ± 0.5 
s (Fig. 3C) and the mean RI was 0.57 ± 0.20 (Fig. 3D). Figure 3B shows typical Ca2+ 
oscillations in a cell transfected with siSTIMl and the corresponding autocorrelation 
analysis. Knocking down STIMl slowed the Ca oscillations to a mean period of 3.2 ± 1.1 
s (Fig. 3C). The rhythm became also more irregular, with a mean RI of 0.14 ± 0.06 (Fig. 
3D). We also verified that the transfection of an unspecific siRNA did not affect Ca2+ 
oscillations in HL-1 cells (see supplemental data Figure 2D-2F). These results showed that 
STIMl is involved in the rhythmicity of spontaneous Ca2+ oscillations in HL-1 cells.
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Figure 3. Knocking down STIM l causes irregular spontaneous Ca oscillations in 
HL-1 cells. (A) Representative trace showing spontaneous Ca2+ oscillations in a control 
cell and the corresponding autocorrelation analysis. (B) Representative trace showing 
spontaneous Ca2+ oscillations in a cell transfected with siSTIMl and the corresponding 
autocorrelation analysis. The stars indicate the RI value for each trace. (C, D) Summarized 
data showing the mean Ca2+ oscillation periods (C) and the mean RI (D) in control cells (n 
= 214 cells) and in cells transfected with siSTIMl (n = 335 cells). *P<0.05 with an 
unpaired Student’s t test.
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Knocking down STIMl increases I c a / r  density and alters electrical 
excitability
The perturbed rhythmicity of spontaneous Ca2+ oscillations may influence the duration 
and the waveform of action potentials in HL-1 cells. We thus investigated the effect of 
knocking down STIMl on action potentials of HL-1 cells. Figure 4A shows typical and 
regular action potentials in control cells. The mean period was 1.6 ± 0.3 s and the mean RI 
was 0.79 ±0.17 (Figs. 4C and 4D). In cells transfected with siSTIMl, arrhythmogenic 
events such as delayed afterdepolarizations were observed (as indicated by arrows in Fig. 
4B). In these cells, the mean period was 1.9 ± 0.7 s and the mean RI was 0.33 ±0.18 (Figs. 
4C and 4D). The presence of delayed afterdepolarizations is consistent with the increased 
Ca2+ content in the SR observed in Figures 1C and ID and indicates an SR Ca2+ overload.
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Figure 4. Knocking down STIM l induces arrhythmogenic events in HL-1 cells. (A)
Action potentials recorded in a typical cell transfected with control siRNA and the 
corresponding autocorrelation analysis. Similar results were obtained with all of the 6 cells 
tested. (B) Action potentials recorded in a typical cell transfected with siSTIMl and the 
corresponding autocorrelation analysis. Similar results were obtained with 5 out of 8 cells 
tested, reflecting a residual expression of STIMl after its knockdown. The dashed line 
corresponds to 0 mV on action potential recordings. The arrows indicate arrhythmogenic 
events and the stars indicate the RI value for each trace. (C, D) Summarized data showing 
the mean action potential periods (C) and the mean RI (D) in control cells (n = 6 cells) and 
in cells transfected with siSTIMl (n = 8 cells). *P<0.05 with an unpaired Student’s t test.
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To gain further insights into the molecular mechanism that is perturbed when STIMl is 
knocked down in HL-1 cells, we investigated the electrophysiological properties of VDCC. 
Ica was elicited by consecutive 300-ms test pulses between -75 and +20 mV in 5-mV
?4-increments. Under these conditions, we recorded both Ca currents: Iqo. and Ica,T- 
However, Ica,L was present in only 15% of the cells used for recordings, while Ica,T was the 
predominant Ca2+ current in these cells, which is consistent with previous data from Xia et 
al. [26]. In control cells, the Ica,T activation threshold was -55 mV, with a maximum peak 
current at -20 mV (Figs. 5A and 5B). In cells transfected with siSTIMl, the Ica,T activation 
threshold was -60 mV, and the maximum peak current was reached at -25 mV. However, 
the peak Ica,T density was 25% higher in cells transfected with siSTIMl (-16.9 ± 2.0 
pA/pF) than in control cells (-12.7 ± 1.5 pA/pF) (Fig. 5B). To obtain the voltage 
dependence of activation, we normalized the conductance of the current at each potential to 
the maximal conductance obtained from the slope of a linear regression fit to the linear 
portion of the I/V relationship. Figure 5C shows that knocking down STIMl significantly 
shifted the activation curve of Ica,T toward more negative potentials, indicating that the 
current activates at more hyperpolarized potentials. The mean values of half-activation 
potential (V1/2) were -33.4 ± 0.2 mV and -39.0 ± 0.2 mV for control cells and cells 
transfected with siSTIM 1, respectively.
To further investigate the mechanism involved in the increased Icaj  density following 
STIMl knockdown, we measured the availability of T-VDCC at different voltages (steady- 
state inactivation). Ica,T inactivation was evaluated by using the standard two-pulse protocol 
consisting of 300-ms preconditioning pulses between -90 and -25 mV in 5-mV increments, 
followed by a test pulse to +10 mV (as described in Fig. 5D). The inactivation curves of 
control and siSTIMl cells (Fig 5E) were identical, indicating that knocking down STIMl 
did not affect the availability of T-VDCC. The mean values of half-inactivation potential 
were -49.3 ±0.1 mV for control cells and -49.5 ± 0.2 mV for cells transfected with 
siSTIMl. This result suggested that the increase in Ica,T density is due to an increased 
expression of T-VDCC rather than changes in its availability. Altogether, these results 











| 0.6 -  O
O 0 .4 -  
0 .2 -  
0 .0 -
-80 -60 -40 -20 0 20
Test potential (mV)
•  siCTL 
o siSTIMI
0 )  -25 mV
-90 mV
300 ms, -10 mV











* 0 .6 -
=* 0 .4 -
•  siCTL 
o siSTIMI0 .2 -
0.0
-80 -70 -60 -50 -40 -30 -20
Test potential (mV)
Figure 5. Knocking down STIM1 increases I c « , t  density and alters electrical 
excitability. (A) Superimposed current traces for control cells or cells transfected with 
siSTIMI at a voltage step corresponding to peak current density for each condition. (B) 
Averaged current-voltage relations of Ica,T density in control cells (filled circles, n = 9) or 
cells transfected with siSTIMI (open circles, n = 8 ). (C) Voltage-dependent activation 
curve for Ic a,T in control cells (filled circles, n = 9) or in cells transfected with siSTIMI 
(open circles, n = 8 ). Data were fitted to a Boltzmann distribution using the formulation: 
m* = 1/{1 +exp[( V'/2-V)/k]}, where V>/2 is the potential at which the conductance is half 
maximally activated and k is the slope factor describing the steepness of the curve (solid 
line). (D) Representative current recordings used to determine voltage dependence of Ica,T 
inactivation for control cells or cells transfected with siSTIMI. (E) Voltage-dependent 
inactivation curve for Ica,T in control cells (filled circles, n = 7) or in cells transfected with 
siSTIMI (open circles, n = 6 ). Data were fitted to a Boltzmann distribution function: hao =
(l)/{l+exp[(V-Vi/2)/k]}, where Vy2 is the potential at half-maximal inactivation, k is the 
slope factor, h* represents the fraction of inactivated channels for a given voltage.
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Knocking down STIM1 increases I c a /r  window current
The overlap between the Ica,T steady-state activation and inactivation curves delimits a 
region called “window current”. In this region, the channel population dynamically 
equilibrates among closed, open, and inactivated states, resulting in a steady-state leak 
current [26]. We hypothesized that an increase in the Ca2+ window current following 
STIM1 knockdown may be involved in the SR Ca2+ overload. We found that the negative 
shift in the activation curve observed in cells transfected with siSTIMI substantially 
increased the Ica,T window current, which provides support for this hypothesis (Fig. 6 A). 
The Ica,T window current (Iw) was obtained by multiplying the conductance of the current 
(G max) at any given electromotive force (V- E ca) by the activation and inactivation mid­
potentials (hoo-m®) using the Hodgkin and Huxley equation: Gmax.hoo.mœ^V-Erev) [27]. 
Figure 6 B shows that Iw increased 3-fold in cells transfected with siSTIMI (open circles) 
compared to control cells (full circles). These results were consistent with an increase in the 
Ic a,T leak (window) current contributing to a Ca2+ overload in siSTIMI cells. It also 
indicated that STIM1 contributes to the regulation of SR Ca2+ loading indirectly by 
modulating the activity of T-type calcium channels.
Knocking down STIM1 increases T-VDCC surface expression
To determine if the increase in T-VDCC activity is due to an increase in T-VDCC 
surface expression, we verified the effect of STIM1 knockdown on Cay3.1 levels, a T- 
VDCC isoform expressed in HL-1 cells [26,29], on the plasma membrane. Cell surface 
proteins were selectively biotinylated with the membrane-impermeable amino reagent 
sulfo-NHS-SS-biotin. The proteins were then solubilized and incubated with streptavidin- 
agarose beads before immunoblotting with an anti-Cay3.1 antibody. Figure 6 C shows that 
Cay3.1 surface expression is increased when STIM1 expression is decreased. This result is 
in agreement with our previous data showing that STIM1 negatively regulates T-VDCC 
activity by preventing the channel surface expression.
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STIM1 interacts with Cav3.1 in HL-1 cells
We performed a co-immunoprecipitation assay to verify whether STIM1 physically 
interacts with Cav3.1. Figure 6 D shows that STIM1 was detected in the immunoprecipitate 
of Cay3.1 and inversely, Cav3.1 was detected in the immunoprecipitate of STIM1. On the 
other hand, STIM1 or Cay3.1 were not detected in the immunoprecipitate when an 
unrelated rabbit anti-IgG antibody (negative control) was used. These results suggested that 
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Figure 6 . Knocking down STIM1 increases Ich,t window current (Iw) and T-VDCC 
surface expression. (A) Superimposed voltage-dependent activation and inactivation 
curves for Ica,T in control cells (filled circles and triangles) or in cells transfected with 
siSTIMI (open circles and triangles). The curves are fitted according to the Boltzmann 
equation. (B) Voltage-dependent window current for Ica,T in control cells (filled circles) or 
in cells transfected with siSTIMI (open circles). (C) HL-1 cells were transfected with 50 
nM of control siRNA or siSTIMI. After 48-72h, cells were biotinylated with sulfo-NHS- 
SS-biotin, lysed and incubated with streptavidin-agarose beads as described in Materials 
and methods. Proteins precipitated by streptavidin-agarose were separated by SDS-PAGE 
and detected with anti-Cay3.1. Aliquots of the cell lysates were collected before incubation 
with streptavidin-agarose beads and analyzed directly by immunoblotting to determine the 
total amount of T-VDCC, STIM1 and actin in the samples. Bar graphs show averaged data 
of the densitometric analysis (n = 3 independent experiments). (D) Co-immunoprecipitation 
of STIM1 and T-VDCC (n = at least 6  independent experiments). HL-1 cells were lysed 
and proteins were immunoprecipitated (IP) with anti-Cay3.1, anti-STIMl or anti-IgG 




The aim of the present study was to investigate the involvement of STIM1 in the 
regulation of cardiac contractility. Our results showed that STIM1 is expressed in HL-1 
cells, a murine atrial-derived cell line that displays spontaneous Ca2+ oscillations and 
contractions [16,25]. Recent reports have also shown that STLM1 is expressed in HL-1 cells
[15] and other types of cardiomyocytes [4,5,30,31]. These studies have focused on the 
essential role of STIM1 in the Ca2+-dependent development of cardiac hypertrophy. 
However, the role of STIM1 in the spontaneous activity and the contractile function of 
cardiomyocytes is unknown. In non-excitable cells, STIM1 normally acts as an activator of 
Orail and some TRPC channels when the Ca2+ store is depleted [32-34]. A knockdown of 
STEM1 results in a decrease in SOCE [6 ,8 ]. However, our results pointed to an unexpected 
function of STEM1 in HL-1 cells. Indeed, we showed that STIM1 dampens the activity of 
T-VDCC to prevent an excessive Ca2+ entry resulting in an SR Ca2+ overload that can lead 
to arrhythmogenic events. This is a new regulation pathway for the control of Ca 
homeostasis leading to rhythmic contractions in beating HL-1 cells. These findings were 
further confirmed by our observation that knocking down STIM1 induces arrhythmogenic 
events such as delayed afterdepolarizations, which are known to occur under conditions of 
SR Ca2+ overload [35,36]. The increase in the caffeine-induced Ca2+ release observed in 
cells transfected with siSTIMI was also consistent with an SR Ca overload. At rest, the 
SR Ca2+ content depends on the balance between Ca2+ uptake by the SERCA pump and 
efflux of Ca2+ mostly through cardiac ryanodine receptors (RyR2). The activity of SERCA
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depends on various factors such as the [Ca ]j. A higher [Ca ], will enhance the activity of 
SERCA [37]. We showed that the activity of T-VDCC is enhanced in STIM1 -knocked 
down cells, causing a greater Ca influx into the cells. Under this circumstance, we expect
■y,
that the SERCA pump activity would also be increased resulting in an excess of Ca in the 
SR. A Ca2+ overload usually gives rise to spontaneous SR Ca2+ release through the RyR2, 
often referred to as Ca2+ sparks [38]. Ca2+ sparks participate in the initiation and 
propagation of Ca2+ waves in cardiomyocytes, ultimately leading to the extrusion of Ca2+ 
via the Na+/Ca2+ exchanger and the generation of a transient inward current that can lead to 
early and delayed afterdepolarizations [39,40]. Importantly, it is well established that T-
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VDCC participates in the cardiac automaticity o f pacemaker and latent pacemaker cells 
[41,42]. In HL-1 cells, spontaneous activity has been attributed to both intracellular Ca2+ 
release and sarcolemmal ionic currents [43]. Recent studies have suggested that 
spontaneous Ca2+ release from the SR is an important mechanism of automaticity [44,45]. 
Indeed, spontaneous rhythmic Ca2+ release from the SR in pacemaker cells results in an 
increase in [Ca2+]i, which in turn activates I n c x  and leads to membrane depolarization 
[46,47]. To date, no clear mechanism has been discovered that shows how T-VDCC 
regulates cardiac automaticity. However, the present study showed that STIM1 is a key 
element in a previously unknown mechanism for regulating T-VDCC activity, suggesting 
that it may contribute to modulate the cardiac rhythmicity and excitability of native 
pacemaker cells.
We found that HL-1 cells display mostly Ic3,t, which is in agreement with previous 
reports showing that the predominant Ca2+ current in HL-1 cells is mediated by T-VDCC
[26]. Two previous studies reported that the depletion of the Ca2+ store negatively regulates 
L-VDCC activity in A7r5 cells, T-lymphocytes, and primary cortical neurons [48,49]. The 
overexpression of STIM1 or the expression of a STIM1 EF-hand mutant unable to detect 
Ca2+ in the SR both reduced the function of endogenous L-VDCC [48,49]. These studies 
also showed that STIM1 directly interacts with Cay 1.2 and inhibits its activity. While our 
results do not rule out the involvement of L-VDCC in the contraction of HL-1 cells, they 
strongly suggest that STIM1 directly regulates T-VDCC. Indeed, we showed that STIM1 
co-immunoprecipitates with T-VDCC and that knocking down STIM1 increases Ic a,T 
density without affecting its availability, suggesting that STIM1 may play a role in the 
expression of T-VDCC. To corroborate this hypothesis, we showed that knocking down 
STIM1 also increased T-VDCC surface expression. Further studies are needed to evaluate 
the exact role of STIM1 in T-VDCC trafficking. Our study, together with the studies of 
Park et al. [48] and Wang et al. [49], describe a new role for STIM1 in excitable cells. 
Contrarily to its main role in non-excitable cells which is to detect Ca2+ levels in the ER in 
order to replenish it, in excitable cells STEM1 physically interacts with VDCC to prevent an 
excessive Ca2+ entry into the cell by reducing VDCC surface expression. Further studies are 
needed to determine whether the exact mechanism underlying the cell surface expression of
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T-VDCC is dependent on the Ca2+ content of the SR or on the expression and localization 
of ST1M1. Thus, in atrial myocytes, in which the SERCA pump is abundantly expressed, 
the negative regulation of Ca2+ entry may be an important mechanism for preventing Ca2+ 
overload and arrhythmogenic events. This idea is supported by our results showing that
^  I
caffeine-induced Ca release was significantly higher in cells transfected with siSTIM 1.
In conclusion, our results suggest that STIM1 negatively regulates T-VDCC activity in 
HL-1 cells by reducing its cell surface expression, thus preventing an SR Ca2+ overload that 
can elicit arrhythmogenic events.
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Supplemental figure 1. Transfection of a non specific siRNA (siCTL) does not affect 
the ryanodine-sensitive Ca2+ pool in HL-1 cells. (A) Mean traces showing caffeine- 
induced Ca2+ releases in HL-1 cells bathed in a Ca2+ free medium. (B) Summarized data 
showing caffeine-induced Ca2+ release in untransfected cells (n = 3 coverslips with 40-50 
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Supplemental figure 2. Transfection of a non specific siRNA (siCTL) does not affect 
the contraction and spontaneous Ca2+ oscillations in HL-1 cells. (A, B) Representative 
traces showing the contraction of untransfected and control cells. (C) Bar graphs show 
mean period under each condition (n = 30-40 cells). (D, E) Representative traces showing 
the spontaneous Ca2+ oscillations of untransfected and control cells. (F) Bar graphs show 
mean period under each condition (n = 150-200 cells).
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Discussion
Mes résultats mettent en évidence deux nouveaux mécanismes de régulation négative 
des canaux calciques permettant une fonction normale de la cellule. J’ai montré que la 
protéine chaperonne Hsp90 interagit avec FIP3R dans les cellules HEK293T suite à une 
stimulation à l’insuline afin de diminuer son activité de relâche calcique. Ce mécanisme 
implique les protéines kinases mTOR et Src et constitue une boucle de rétroaction négative 
de la voie de signalisation de l’insuline. De façon similaire, Adinolfi et al. ont montré que 
Hsp90 régule négativement l’activité du récepteur purinergique P2 X7 (Adinolfi et al.,
2003). Selon cette étude, le complexe Hsp90-P2X7 favorise la phosphorylation de P2 X7 sur 
un résidu tyrosine, ce qui diminue l’activité de P2 X7 . Hsp90 serait donc un répresseur de 
P2 X7 . Cette étude, en parallèle avec la nôtre, démontre un autre rôle de Hsp90 qui n’est pas 
associé à son rôle bien établi de protéine chaperonne. En effet, l’interaction de Hsp90 avec 
P2 X7 n’affecte ni le routage, ni la localisation ou la dégradation du récepteur. Par contre, 
ceci suggère que les interactions avec Hsp90 servent à former des complexes multi- 
protéiques dont le rôle est de freiner certaines voies de signalisation. De façon intéressante, 
des études ont démontré que l’H^R est un substrat de la protéine kinase Akt (Khan et al., 
2006). De plus, la phosphorylation de ITP3R par Akt diminue son activité de relâche 
calcique (Szado et al., 2008). Tel que mentionné plus tôt, la phosphorylation des DP3R est 
un mécanisme de régulation utilisé par la cellule pour assurer une fonction normale et 
imposer un frein à la signalisation calcique. Par exemple, deux études de notre laboratoire 
ont démontré que la PKC phosphoryle les IP3R- 2  et EP3R- 3  et diminue leur activité de 
relâche calcique (Arguin et al., 2007; Caron et al., 2007). Également, il a été démontré que 
la CaMKII phosphoryle TIP3R- 2  et diminue sa probabilité d’ouverture dans les 
cardiomyocytes (Bare et al., 2005; Maxwell et al., 2012). Ainsi, un complexe multi- 
protéique composé de Hsp90-IP3R et une protéine kinase est envisageable et serait 
potentiellement responsable de la régulation négative dans la voie de signalisation de 
l’insuline. D’ailleurs, mes résultats démontrent clairement que la régulation négative de 
Hsp90 sur l’activité des IP3R implique les protéines kinases mTOR et Src. Il a été démontré 
que ITP3R est phosphorylé par mTOR et Fyn, une kinase faisant partie de la famille des 
kinases Src (Régimbald-Dumas et al., 2011; Frégeau et al., 2011; Jayaraman et al., 1996;
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Cui et al., 2004). Il est plausible que la phosphorylation des IP3R par ces kinases soit un 
élément déclencheur pour l’interaction de Hsp90 sur le récepteur. En apparente 
contradiction avec notre étude, les résultats de Kisfalvi et al. mettent en évidence un autre 
mécanisme suggérant que l’insuline augmente la relâche calcique induite par différents 
agonistes des GqPCR (Kisfalvi et al., 2007). De plus, ils soutiennent que ce mécanisme 
serait dépendant de la voie PI3K/Akt/mTOR. Toutefois, les auteurs présentent un résultat 
intéressant concernant l’ordre de stimulation des deux voies de signalisation. Lorsque la 
stimulation à l’insuline se produit après la stimulation des GqPCR, les auteurs n’observent 
pas d’augmentation dans la relâche calcique. Ils expliquent ce phénomène par la présence 
d’un mécanisme de rétroaction permettant de prévenir un excès de Ca2+ dans la cellule suite 
à une trop grande stimulation. Selon notre étude, le complexe Hsp90-IP3R pourrait faire 
partie de ce mécanisme de rétroaction négative pour prévenir un excès de Ca2+ dans la 
cellule. L’étude de Meares et al. supporte cette hypothèse en mettant en évidence le rôle de 
Hsp90 dans la régulation négative de la signalisation de l’insuline (Meares et al., 2004). Ils 
démontrent clairement que l’inhibition de Hsp90 par la geldanamycine amplifie la 
phosphorylation d’Akt suite à une stimulation à l’insuline, suggérant qu’en temps normal, 
Hsp90 inhibe ce signal. Ainsi, les auteurs suggèrent que Hsp90 régule les signaux de survie 
et de prolifération cellulaire en modérant leur amplitude et leur durée. Ces observations 
concordent avec notre étude puisque nous démontrons que Hsp90 modère l’activité de 
relâche calcique des IP3R suite à une stimulation à l’insuline, un signal utilisé par la cellule 
pour sa survie et sa prolifération. D’ailleurs, une étude a démontré que Hsp90 inhibe 
l’activation de la caspase-9 induite par la relâche de cytochrome c, supportant le rôle anti- 
apoptotique de Hsp90 (Pandey et al., 2000). De façon intéressante, plusieurs études 
démontrent que la phosphorylation des IP3R par Akt permet de protéger la cellule de 
l’apoptose (Szado et al., 2008; Marchi et al., 2008; Marchi et al., 2012). Le mécanisme
04-implique une diminution du transfert de Ca entre le RE et la mitochondrie, prévenant 
ainsi une accumulation de Ca2+ dans la mitochondrie qui sert de signal apoptotique (Marchi 
et al., 2012). L’ensemble de ces études supporte mon hypothèse suggérant que le complexe 
Hsp90-EP3R régule négativement la signalisation de l’insuline afin de protéger la cellule de 
l’apoptose.
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Dans la compréhension actuelle des voies de signalisation où plusieurs voies se 
chevauchent pour générer des signaux parfois redondants, l’importance d’un frein 
biologique prend tout son sens. En effet, afin d’éviter une amplification de signal qui peut 
mener à la mort cellulaire, comme par exemple, un niveau de Ca2+ cytosolique trop élevé et 
soutenu, la cellule a développé des mécanismes de rétroaction permettant d’imposer un 
frein à certaines voies. D’ailleurs, l’existence d’un chevauchement entre les voies de 
signalisation impliquant un GqPCR et un RTK est maintenant bien documentée (Saito et 
Berk, 2001; Velloso et al., 2006). Une étude de Tsai et al. démontre que l’activation du 
récepteur muscarinique m l, un GqPCR, active également le récepteur de l’EGF (epidermal 
growth factor), EGFR, par transactivation via un mécanisme dépendant de la PKC (Tsai et 
al., 1997). De plus, d’autres études ont démontré que l’angiotensine II (Angll) transactive 
aussi l’EGFR par un mécanisme dépendant du Ca (Eguchi et al., 1998; Murasawa et al., 
1998). Un chevauchement entre les voies de signalisation de l’insuline et de l’Angll a 
également été décrit (Velloso et al., 1996; Folli et al., 1999; Carvalheira et al., 2003). Ainsi, 
il est plausible que l’activation d’un GqPCR transactive la voie de signalisation de l’insuline 
et qu’une stimulation supplémentaire par l’insuline nécessite une boucle de rétroaction afin 
d’éviter une amplification de signal qui pourrait être néfaste pour la cellule. En 
complément, notre étude identifie une nouvelle voie de rétroaction impliquant Hsp90 dans 
la signalisation calcique suite à une stimulation à l’insuline permettant d’éviter une 
redondance de signal. Le contexte physiologique d’un tel frein demeure à éclaircir. 
Également, des essais de co-immunoprécipitation effectués dans le laboratoire ont 
démontré que l’interaction entre Hsp90 et FIP3 R se produit aussi dans d’autres lignées 
cellulaires dérivées du pancréas, soit les cellules RINm5F et AR4-2J. Ce résultat suggère 
que dans un environnement où l’insuline est sécrétée, Hsp90 interagit avec FIP3 R afin de 
limiter les signaux calciques et éviter par le fait même une redondance de signal. De 
manière intéressante, une étude récente a démontré le rôle central des IP3R dans la 
régulation de la gluconéogenèse en faisant un parallèle avec le diabète (Wang et al., 2012). 
Les auteurs ont observé que l’activité des IP3 R et de la calcineurine sont augmentées dans 
le foie des souris diabétiques obèses, menant à une régulation à la hausse de la 
gluconéogenèse. De plus, les auteurs suggèrent que suite à la prise de nourriture, l’insuline 
inactive les IP3 R via une phosphorylation par Akt, diminuant par le fait même la
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signalisation responsable de la gluconéogenèse. Ainsi, dans ce contexte de résistance à 
l’insuline, il est possible que Hsp90 ne puisse plus interagir avec les IP3R pour favoriser 
leur phosphorylation par Akt et diminuer leur activité de relâche calcique et donc, Hsp90 
jouerait un rôle important dans le mécanisme de rétroaction négative dans la voie de 
signalisation de l’insuline.
In su lin e A goniste
Schéma récapitulatif 1. Mécanisme proposé de la régulation des IP3 R par Hsp90. La
stimulation d’un GqPCR active une cascade signalétique menant à l’activation des IP3R. 
Lorsque la stimulation du récepteur de l’insuline (IR) se produit après cette cascade, une 
régulation négative se produit en recrutant Hsp90, qui a pour effet de diminuer l’activité de 
relâche calcique des IP3R. Le mécanisme implique l’activation de deux voies principales, 
soit la voie PI3K-Akt-mTOR et la voie Ras/Src-MAPK. Le mécanisme exact demeure à 
investiguer, mais pourrait inclure la phosphorylation des EP3R par mTOR ou MAPK.
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J’ai également montré que la protéine STTM1 interagit avec les canaux calciques 
dépendants du voltage de type T (T-VDCC) dans les cardiomyocytes HL-1 afin d’atténuer 
leur activité d’entrée calcique. Ce mécanisme de régulation négative permet d’empêcher 
une surcharge de Ca2+ dans le RS, un phénomène à l’origine d’événements arythmiques. 
STIM1 est une protéine qui est reconnue pour son rôle de senseur de Ca2+ dans le RE et le 
RS et elle est également une composante essentielle du mécanisme d’entrée de Ca2+ SOCE 
lorsqu’elle interagit avec les protéines Orail et TRPC. Malgré son rôle bien établi dans 
l’entrée SOCE, STIM1 a également été décrit comme un nouveau régulateur des canaux 
calciques L-VDCC (Park et al., 2010; Wang et al., 2010). Ces études ont démontré que 
STIM1 interagit avec les canaux L-VDCC afin d’inhiber leur activité et ce, en favorisant 
leur internalisation. Il s’agit d’un nouveau mécanisme attribué à STIM1 et qui permet 
d’éclaircir certaines questions par rapport à la spécificité du signal calcique dans les 
cellules excitables. Il a été démontrée que les composantes responsables de l’entrée SOCE 
sont présentes dans les cellules excitables (Lyfenko et Dirksen, 2008; Stiber et al., 2008). 
Ainsi, un mécanisme permettant de discriminer l’entrée de Ca2+ SOCE de celle provenant 
des L-VDCC pour déclencher les bons processus tout en limitant une entrée excessive de 
Ca2+ dans la cellule est nécessaire. Selon les études de Park et al. et Wang et al., STIM1 
servirait de « commutateur » permettant de coordonner les signaux calciques provenant soit 
des L-VDCC ou de Orail. L’étude de Park et al. identifie la partie C-terminale des L- 
VDCC comme site d’interaction avec STIM1 pour favoriser son internalisation. De plus, 
deux groupes indépendants ont démontré que la partie C-terminale des L-VDCC est 
essentielle à son routage vers la membrane plasmique (Gao et al., 2000; Kepplinger et al., 
2000). Ainsi, il est possible que STIM1 interagisse sur la partie C-terminale des L-VDCC 
et serve de signal de rétention au RE pour permettre l’internalisation des L-VDCC. Par 
contre, plusieurs évidences montrent l’importance de la boucle intracellulaire située entre 
les domaines I et II de la sous-unité a l  (I-II loop) des L-VDCC dans l’intemalisation du 
canal (Simms et Zamponi, 2012). Ainsi, il est possible que l’interaction de STIM1 avec la 
partie C-terminale des L-VDCC couvre la boucle I-II empêchant ainsi le canal de se 
relocaliser à la membrane plasmique. De façon intéressante, c’est sur cette boucle que la 
sous-unité p du canal interagit pour permettre l’expression des L-VDCC à la membrane 
(Fang et Colecraft, 2011). D’ailleurs, une étude de Bourdin et al. démontre clairement
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l’importance de la sous-unité p des L-VDCC dans leur adressage à la membrane plasmique 
(Bourdin et al., 2010). Ces résultats suggèrent que STIM1 empêcherait la sous-unité P de 
lier la boucle I-II des L-VDCC pour inhiber leur expression membranaire. Également, 
plusieurs études démontrent que la boucle située entre les domaines I et II des T-VDCC 
serait un régulateur du routage du canal (Shcheglovitov et al., 2008; Baumgart et al., 2008). 
Toutefois, le mécanisme exact impliquant ce domaine demeure incomplet. Une étude 
démontre que cette boucle sert à freiner l’expression du canal en favorisant la rétention de 
la sous-unité oq au RE (Bichet et al., 2000). Il est possible que STIM1 interagisse avec ce 
domaine pour agir comme un signal de rétention au niveau du RE et RS, empêchant ainsi 
l’expression des T-VDCC à la membrane plasmique de la cellule. La même étude démontre 
également que la sous-unité P des VDCC antagonise ce signal de rétention en liant le même 
domaine. Par contre, le rôle de la sous-unité P sur le routage des T-VDCC fait encore 
l’objet de controverse. Le groupe de Perez-Reyes soutient que les T-VDCC ne possèdent 
pas de région AID {Alpha Interaction Domain), une région reconnue pour lier la sous-unité 
P (Perez-Reyes, 2003). De plus, une étude de Lambert et al. a démontré qu’un blocage de 
l’expression de la sous-unité p par anti-sens n ’affecte pas le courant de type T bien qu’une 
nette diminution dans l’amplitude du courant de type L soit observée dans les neurones 
(Lambert et al., 1997). Par opposition, le groupe de Nargeot a démontré que les sous-unités 
P et 012Ô peuvent moduler l’expression membranaire des T-VDCC (Dubel et al., 2004). 
Bien que des éclaircissements sur le mécanisme exact responsable du routage des T-VDCC 
soient nécessaires, notre étude apporte un élément nouveau, soit STIM1, dans la régulation 
négative du canal en diminuant son expression membranaire. L’identification d’un tel frein 
est bénéfique dans un contexte pathologique où une augmentation de l’expression des T- 
VDCC à la surface cellulaire est observée. C’est le cas dans l’épilepsie infantile de type 
absence {Childhood Absence Epilepsy, CAE). Il a été démontré que plusieurs 
polymorphismes retrouvés chez les enfants atteints de CAE sont situés sur le gène codant 
pour les T-VDCC (Cay3.2) (Chen et al., 2003). Également, une étude suggère que certaines 
de ces mutations permettent une plus grande entrée de Ca2+ via les T-VDCC, ce qui cause 
une plus grande prédisposition pour des épisodes d’épilepsie chez ces patients (Khosravani 
et al., 2004). De plus, une étude de Vitko et al. démontre que ces polymorphismes sont 
responsables d’une augmentation de l’expression des T-VDCC à la surface cellulaire,
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menant à une entrée excessive de Ca2+ dans les neurones (Vitko et al., 2007). Ainsi, STIM1 
constituerait un frein biologique potentiel des T-VDCC puisqu’il mène à une diminution de 
leur expression dans le but de prévenir un excès de Ca2+ dans la cellule pouvant induire des 
effets nocifs.
Dans mes conditions expérimentales, je ne peux pas exclure la possibilité que STIM1 
influence également l’activité des L-VDCC. Toutefois, une autre étude effectuée dans les 
cellules HL-1 a démontré que le courant calcique qui prédomine dans ces cellules est le 
courant calcique de type T (Icaj) (Xia et al., 2004). Des essais électrophysiologiques 
effectués dans le laboratoire du Pr. Dumaine démontrent effectivement que le mibéfradil, 
un bloqueur des canaux T-VDCC, inhibe environ 70% du courant calcique mesuré dans les 
cellules HL-1. Ainsi, malgré l’influence possible des L-VDCC dans notre système, notre 
étude démontre clairement que STIM1 agit également sur les T-VDCC en interagissant 
avec le canal. L’étude de Jaleel et al. suggère que les L-VDCC et les T-VDCC sont tous 
deux exprimés dans des proportions différentes sur le sarcolemme et que l’influx calcique 
par les L-VDCC et les T-VDCC induit des effets différents sur la contractilité des 
cardiomyocytes (Jaleel et al., 2008). Ils expliquent ces différences par le fait que les L- 
VDCC sont localisés sur les tubules T, alors que les T-VDCC sont situés à la surface du 
sarcolemme. Cette différence de localisation peut expliquer en partie les effets distincts 
associés à chacun des VDCC. En effet, les auteurs décrivent que l ’entrée de Ca2+ par les T- 
VDCC induit une augmentation de la contraction, des transients de Ca2+, mais pas 
d’augmentation dans le contenu en Ca2+ du RS. Par contre, l’entrée de Ca2+ par les L- 
VDCC induit une surcharge de Ca2+ dans le RS menant ultimement à un arrêt cardiaque. 
Ces résultats ne semblent pas concorder avec les nôtres dans lesquels nous démontrons que 
l’entrée excessive de Ca2+ par les T-VDCC induit une surcharge de Ca2+ dans le RS. Il faut 
noter que Jaleel et al. ont fait leur étude avec des myocytes ventriculaires de souris, qui sont 
riches en tubules-T. Les cellules HL-1 sont dépourvues de tubules-T et ressemblent 
davantage à des cellules d’oreillette. Les différences structurelles entre les cardiomyocytes 
du ventricule et de l’oreillette se répercutent sur la réponse calcique, car l’absence de 
tubules-T dans les cellules d’oreillette ne permet pas au signal calcique qui entre dans la 
cellule de se propager aussi efficacement que dans le ventricule, résultant en une moins
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grande contraction (Mackenzie et al., 2004 Bootman et al., 2011). Ainsi, il a été observé 
que la réponse calcique suite à une stimulation par un agoniste des GqPCR dans les cellules 
d’oreillette se propage de la périphérie de la cellule vers le centre sous la forme d ’une 
vague suivant un mouvement centripète (Bootman et al., 2011). Malgré ces différences 
structurelles, une régulation des L-VDCC et des T-VDCC par STIM1 est possible dans les 
HL-1 et peut mener à des effets distincts sur la contractilité de ces cellules.
Une autre question qui demeure irrésolue est l’implication du contenu en Ca2+ du RS 
dans le mécanisme de régulation négative des T-VDCC par STIM1. ST1M1 étant le 
principal senseur de Ca2+ du RE et RS, il est logique de penser que l’élément déclencheur 
du mécanisme réside dans une diminution de Ca2+ du RS en parallèle avec le mécanisme 
d’activation de l’entrée SOCE. Il a été décrit que seulement une faible population de 
STIM1 (environ 10-15%) se retrouvait à proximité de la membrane plasmique en condition 
basale (Mignen et al., 2007). Ce qui signifie qu’en condition basale, seulement une faible 
population de STIM1 serait en mesure d’interagir avec des canaux situés sur la membrane 
plasmique. Selon l’étude de Park et al., STIM1 est recrutée à la membrane pour lier Cayl.2 
suite à une déplétion en Ca2+ du RS, suggérant que le contenu en Ca2+ du RS est important 
pour déclencher le mécanisme (Park et al., 2010). Bien que mes résultats ne permettent pas 
de conclure que le niveau de Ca2+ du RS constitue un élément déclencheur de l’interaction 
entre les T-VDCC et STIM1, il est possible que dans les cardiomyocytes, STIM1 soit 
constamment lié aux T-VDCC pour empêcher leur expression membranaire et que suite à 
une déplétion en Ca2+ du RS, STIM1 se déplace à proximité de la membrane pour inhiber 
l’activité des L-VDCC, faisant de STIM1 un double régulateur de l’activité des VDCC. 
Ainsi, le modèle que je propose diffère du mécanisme déjà bien établi pour STIM1 et 
Orail. Basé sur mes résultats, je suggère que le canal de type T qui interagit avec STEM1 ne 
se rend pas à la membrane plasmique. Selon les résultats de biotinylation, lorsque 
l’expression de STIM1 est diminuée, on observe une augmentation de l’expression à la 
surface cellulaire des canaux de type T. Ce résultat suggère que STIM1 interagit avec les 
canaux de type T pour les retenir à l’intérieur de la cellule. Donc, STIM1 serait plutôt 
impliqué dans le routage des canaux de type T.
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Plusieurs évidences suggèrent que STIM2 joue un rôle important dans les cellules 
excitables. Le groupe de Nieswandt soutient que c’est STIM2 qui est responsable d’initier 
l’entrée SOCE dans les neurones de souris (Bema-Erro et al., 2009). Par contre, 
Gruszczynska-Biegala et al. ont démontré que STIM1 est la principale composante 
responsable de l’entrée SOCE dans les neurones de rat, alors que STIM2 est plutôt 
impliquée dans le maintien d’une homéostasie calcique constante (Gruszczynska-Biegala et 
al., 2011). Cette dernière étude est en accord avec celle de Brandman et al., démontrant que 
STIM2 est un régulateur du niveau de Ca2+ basai, alors que STIM1 est principalement 
responsable d’activer l’entrée SOCE suite à une vidange des réserves de Ca2+ (Brandman et 
al., 2007). De façon intéressante, une étude antérieure a démontré l’implication de STIM1 
et STIM2 dans le couplage excitation-contraction du muscle squelettique (Darbellay et al., 
2010). Les auteurs montrent que l’invalidation de STIM2 dans les myotubes perturbe la 
relâche de Ca induite par des dépolarisations répétitives, suggérant un rôle potentiel de 
STIM2 dans la contraction musculaire. Il est donc possible que STIM2 joue également un 
rôle dans la contractilité des cellules HL-1. Bien que notre étude démontre qu’il n’y a pas 
de compensation dans l’expression de STIM1 par STIM2, nous ne pouvons pas exclure la 
possibilité que STIM2 ait également un rôle à jouer dans la contractilité des cellules HL-1. 
Des essais de contraction et d’imagerie calcique pour mesurer les oscillations de Ca2+ 
spontanées dans les cellules HL-1 suite à une invalidation de la protéine ST1M2 ont été 
effectués dans le laboratoire et des perturbations de rythme semblables à celles observées 
lors de l’invalidation de STIM1 ont été observées. De plus, des mesures de courants 
calciques ont été effectuées suite à l’invalidation de STIM2 et aucune différence par rapport 
aux cellules contrôles n’a été observée, suggérant que le mécanisme impliquant STIM2 
dans les perturbations contractiles et calciques des cellules HL-1 diffère de celui impliquant 
STIM1. Étant donné que STIM2 ne semble pas affecter les canaux VDCC, il est possible 
que ce soit plutôt au niveau du RyR2 que son rôle se situe. Les études qui supportent cette 
hypothèse sont basées sur la régulation de l’activité du RyR2 par le Ca2+ luminal dans le 
RS. Il est maintenant bien reconnu que l’activité du RyR est sensible à la concentration de 
Ca2+ dans le RS (Lukyanenko et al., 1996; Gyôrke et Gyôrke, 1998). En effet, plus la 
concentration de Ca2+ dans le RS est élevée, plus la probabilité d’ouverture du RyR est 
grande. Il a été démontré que la calséquestrine (CSQ) est responsable de lier le Ca2+
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luminal du RS et de réguler l’activité du RyR (Beard et al., 2004). La CSQ lie le RyR sous 
sa forme native pour inhiber son activité en diminuant sa probabilité d’ouverture (Beard et 
al., 2002; Gyôrke et al., 2004). Des études suggèrent que la CSQ servirait de senseur de 
Ca2+ dans le RS pour réguler l’activité du RyR (Gyôrke et al., 2004; Beard et al., 2009; 
Tania et Keener, 2010). Toutefois, il semble que cette protéine ne soit pas la seule à exercer 
ce rôle puisque des études ont démontré que d’autres senseurs de Ca2+ comme la 
sarcaluménine ou la HRC (Histidine-rich Ca**-binding protein) peuvent également réguler
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l’activité du RyR en fonction du niveau de Ca dans le RS (Bers, 2004; Gyôrke et 
Terentyev, 2008). Ainsi, STIM2 étant également décrit comme un senseur de Ca2+ du RE et 
RS pourrait agir comme la CSQ et réguler l’activité du RyR2 en fonction du niveau de Ca2+ 
dans le réservoir. Par contre, aucune étude n’a mis clairement en évidence le rôle de STIM2 
sur l’activité du RyR2. Les seules évidences en faveur d’un rôle potentiel de STIM sur 
l’activité du RyR2 proviennent de deux études indépendantes. La première étude montre
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que l’entrée de Ca SOCE induit la relâche de Ca par les IP3R et RyR pour amplifier le 
signal calcique dans les lymphocytes T, ce qui permet leur activation (Dadsetan et al, 
2008). La seconde étude démontre que le RyR2 et STIM1 colocalisent dans les « punctae » 
suite à la vidange des réserves de Ca dans les HEK293 surexprimant ces protéines 
(Thakur et al., 2012). Ces études ne démontrent pas que STIM2 est impliquée dans la 
régulation des RyR2, mais elles n ’excluent pas la possibilité d ’une régulation des RyR2 par 
l’entrée SOCE et ses composantes. La régulation du RyR2 se fait principalement par son 
interaction avec plusieurs protéines accessoires formant ainsi un complexe multi-protéique 
(Bers, 2004). À titre d’exemple, la calmoduline (CaM) est bien reconnue comme régulateur 
négatif des RyR2 (Balshaw et al., 2001; Yamaguchi et al., 2003). La CaM liée au Ca2+ 
module l’activité du RyR2 en diminuant la durée moyenne d’ouverture du canal sans 
modifier sa conductance (Meissner, 1986; Meissner et Henderson, 1987; Smith et al., 
1989). Également, la protéine FKBP12.6 lie le RyR2 pour permettre une plus grande 
stabilité du canal dans son état fermé. Il a été démontré qu’une hyperphosphorylation du 
RyR2 par la PKA dissocie la protéine FKBP12.6, déstabilisant ainsi le canal et induisant 
une fuite de Ca2+ vers le cytosol (Marx et al., 2000). Des mutations sur le RyR2 ont été 
décrites menant à des cardiomyopathies comme la tachycardie ventriculaire polymorphe 
catécholergique (CPVT) et la dysplasie arythmogène du ventricule droit de type 2
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(ARVD2) (Marks et al., 2002; Postma et al., 2005). De façon intéressante, des études ont 
démontré un lien entre ces maladies et la protéine FKBP12.6. Wehrens et al. ont observé 
que certaines mutations sur le RyR2 associées à ces maladies montrent une plus faible 
association de FKBP12.6 sur le canal (Wehrens et al., 2003). Également, le même groupe a 
observé que les souris déficientes en FKBP12.6 et soumises à l’exercice présentent les 
mêmes symptômes arythmiques que les patients souffrant de CPVT (Wehrens et al., 2003). 
Des études ont mis en évidence que la reconstitution du complexe FKBP12.6-RyR2 permet 
de renverser les effets néfastes associés à la fuite de Ca2+ par les RyR2 suggérant que 
l’introduction d’un stabilisateur du complexe constituerait une excellente stratégie 
thérapeutique (Reiken et al., 2001; Doi et al., 2002). L’identification d’un tel stabilisateur, 
le composé JTV519, a été faite par le groupe de Matsuzaki (Kohno et al., 2003; Yano et al.,
2003). Les auteurs démontrent clairement que le JTV519 rétablit un état normal en 
corrigeant l’hyperactivation du RyR2 et ce, en favorisant une plus grande stabilité dans 
l’interaction entre FKBP12.6 et RyR2. Également, une étude de Wehrens et al. supporte 
davantage ces résultats en démontrant que le JTV519 stabilise le RyR2 dans un état fermé 
via une augmentation de l’association du canal à la protéine FKBP12.6 (Wehrens et al.,
2004). Ces études illustrent bien l’importance de trouver des stabilisateurs endogènes du 
RyR2 tels que la CaM et FKBP12.6. Ainsi, de façon hypothétique, STIM2 pourrait agir sur 
l’activité des RyR2 comme stabilisateur endogène en détectant les niveaux de Ca2+ dans le 
RS pour permettre une fonction normale du cœur.
Il est maintenant bien reconnu que les T-VDCC jouent un rôle dans l’automaticité 
cardiaque (Vassort et al., 2006; Ono et Iijima, 2010). En effet, l’expression des T-VDCC 
est plus abondante dans le système de conduction du cœur, plus précisément au niveau du 
nœud sinusal, qui constitue la région pacemaker du cœur (Hagiwara et al., 1988; Bohn et 
al., 2 0 0 0 ). Également, le potentiel seuil d’activation du canal se rapproche de celui 
déclenchant le courant pacemaker, faisant des T-VDCC des candidats possibles au 
déclenchement de l’automaticité cardiaque. Parmi les autres candidats potentiels au 
mécanisme responsable d’initier l’automaticité, on retrouve le courant activé par une 
hyperpolarisation, appelé funny ( I f ) .  Ce courant a été identifié par DiFrancesco et a 
longtemps été considéré comme étant le courant pacemaker (DiFrancesco, 1993). Bien que
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le mécanisme exact responsable d’initier le rythme cardiaque demeure incomplètement 
caractérisé, on a longtemps considéré que c’était la résultante d’une synergie de plusieurs 
courants ioniques qui permettait de déclencher l’automaticité. Toutefois, il semble de plus 
en plus évident que ce n’est pas seulement l’activité électrique membranaire qui est 
responsable de l’activité pacemaker du cœur, mais que la relâche de Ca2+ spontanée du RS 
serait également une composante importante du mécanisme (Lakatta et al., 2008; Mangoni 
et Nargeot, 2008). Les évidences qui soutiennent cette hypothèse proviennent 
principalement du groupe de Lakatta qui a démontré que c’est la coopération entre deux 
horloges, soit Yhorloge membranaire et l'horloge calcique, qui permet d’initier 
l’automaticité cardiaque (Maltsev et al., 2006; Maltsev et Lakatta, 2008). Également, une 
étude de Gao et al. a démontré que le courant If et la relâche spontanée de Ca2+ du RS 
coopèrent pour déclencher l’automaticité des cellules du nœud sinusal de chien (Gao et al., 
2010). De plus, Hüser et al. ont démontré que l’influx de Ca par les T-VDCC déclenche 
la relâche de Ca2+ du RS, ce qui active l’échangeur NCX et induit la dépolarisation 
jusqu’au seuil d’activation du potentiel d’action des cellules pacemakers. Cette étude 
démontre bien l’importance de la relâche spontanée de Ca2+ du RS et des T-VDCC dans 
l’activité pacemaker (Hüser et al., 2000). Ainsi, nos résultats sont cohérents avec le rôle des 
T-VDCC dans l’activité spontanée cardiaque dans le sens où la diminution de l’expression 
de STIM1 corrèle avec une perturbation dans l’activité spontanée des cellules HL-1. Nous 
avons démontré que cette perturbation provient d’une augmentation de l’expression à la 
surface cellulaire des T-VDCC causant une entrée excessive de Ca2+ dans la cellule. Cet 
excès de Ca2+ est rapidement recapté par la pompe SERCA ce qui induit une surcharge de 
Ca2+ dans le RS. Cette surcharge de Ca2+ provoque une fuite des RyR2 qui active ainsi 
l’échangeur NCX. Ce faisant, une dépolarisation membranaire se produit pour générer des 
événements arythmiques (Schéma récapitulatif 2). Il est à noter que l’inhibition du courant 
If ou de l’activité des T-VDCC n’abolit pas l’activité spontanée cardiaque, mais ne fait que 
la ralentir. Ainsi, il semble de plus en plus clair qu’il n’existe pas qu’un seul et unique 
courant pacemaker responsable d’initier le rythme cardiaque, mais que ce serait plutôt une
7+synergie de plusieurs courants ioniques combinés à la relâche spontanée de Ca du RS qui 
génère l’activité pacemaker du cœur.
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Diminution de l’expression de STIM1
1 .1 Expression des 
T-VDCC à la surface
4. Activation du NCX 
induit une 
dépolarisation
Surcharge de Ca2* 
dans le RS
Schéma récapitulatif 2. Mécanisme proposé de la régulation des T-VDCC par STIM1.
L’absence de STEM1 induit une augmentation de l’expression des T-VDCC à la surface 
cellulaire. L’excès de Ca2+ qui entre dans la cellule est immédiatement recapté par la 
pompe SERCA menant à une surcharge de Ca2+ dans le RS. Ce faisant, les RyR2 s’activent 
pour générer une fuite de Ca2+ vers le cytosol, ce qui active l’échangeur NCX qui expulse 
le Ca + en laissant entrer 3 ions Na+. Tout cet enchaînement cause une dépolarisation 
membranaire qui mène à des événements arythmiques.
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Plusieurs évidences montrent que les composantes de la signalisation calcique des 
cellules non-excitables sont impliquées dans le développement de l'hypertrophie cardiaque. 
Par exemple, il a été démontré que l’entrée de Ca2+ par les canaux TRPC active la 
calcineurine pour permettre la translocation du facteur NFAT au noyau suite à sa 
déphosphorylation (Eder et Molkentin, 2011). De plus, plusieurs études identifient STIM1 
comme étant un élément important dans le développement vers l’hypertrophie cardiaque 
(Ohba, et al, 2009; Voelkers et al., 2010; Hulot et al., 2011; Luo et al., 2012). Ces études 
démontrent clairement que l’entrée SOCE est essentielle pour l’activation du facteur
r
NFAT, qui est connu pour induire l’hypertrophie cardiaque. Egalement, la réémergence des 
gènes impliqués dans le programme fœtal dans le développement de l’hypertrophie 
cardiaque est de plus en plus reconnu. Il a été démontré que les IP3R et les T-VDCC sont 
abondamment exprimés dans le cœur au stade embryonnaire durant le développement 
cardiaque et leur expression diminue avec la maturation (Rosemblit et al., 1999; Cribbs et 
al., 2001; Qu et Boutjdir, 2001; Janowski et al., 2006; Kockskâmper et al., 2008). 
Toutefois, ces canaux sont ré-exprimés en condition pathologique d’hypertrophie 
cardiaque. En effet, il a été démontré qu’une augmentation de l’expression de ITP3R- 2  était 
associée au développement de l’hypertrophie cardiaque dans un modèle animal ou encore 
chez des patients présentant une cardiomyopathie ischémique dilatée (Nakayama et al., 
2010; Harzheim et al., 2010). De plus, des études ont démontré que lorsque le cœur est 
soumis à un stress menant à l’hypertrophie, tel que le pontage aortique ou l’exposition 
chronique à l’endothéline-1 ou l’angiotensine II, l’expression des T-VDCC est augmentée 
(Huang et al., 2000; Ferron et al., 2003; Izumi et al., 2003). De façon intéressante, une 
étude récente a mis en évidence un mécanisme endogène permettant d’inhiber de manière 
constitutive l’activité de ITP3R- 2  dans le cœur (Drawnel et al., 2012). Selon ces auteurs, le 
miRNA-133a, une petite séquence de microARN retrouvée de manière endogène dans le 
cœur, lie une partie de l’ARNm codant pour l’IP3R- 2  dans le ventricule de rat afin de 
réprimer l’expression du canal. Suite à l’induction d ’un état pathologique d’hypertrophie, le 
miRNA-133a est régulé à la baisse, ce qui permet à FIP3R- 2  d’être exprimé et de relâcher 
davantage de Ca2+ pour activer les gènes impliqués dans l’hypertrophie. Cette étude montre 
des similarités avec la nôtre, dans le sens où nous identifions également un mécanisme 
endogène qui permet d’inhiber de façon constitutive l’activité des T-VDCC dans le cœur. Il
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serait logique de penser qu’en condition pathologique d’hypertrophie, STIM1 ne lie plus les 
T-VDCC afin d’activer Orail ou TRPC et permettre l’entrée de Ca2+ nécessaire à 
l’activation de NFAT. Ce faisant, les T-VDCC sont davantage exprimés à la surface 
membranaire, ce qui induit une plus grande entrée de Ca dans la cellule menant à un état 
pathologique.
Parmi les limites de l’étude, il faut mentionner que le modèle cellulaire utilisé, soit les 
cellules HL-1, ne permet pas d’extrapoler à d’autres tissus comme dans le nœud sinusal par 
exemple, où l’activité pacemaker prend origine. Il sera donc nécessaire de valider le 
mécanisme proposé entre STIM1 et les T-VDCC dans les cellules du nœud sinusal. 
Également, la présence des T-VDCC dans le cœur humain n ’a pas encore été clairement 
démontrée. Les cellules HL-1 proviennent de la souris, où il a été décrit que l’expression 
des T-VDCC dans le cœur est plus abondante que chez les mammifères de plus grande 
taille (Ono et Iijima, 2010). Ainsi, il sera nécessaire de vérifier le rôle des T-VDCC dans le 
cœur humain avant de considérer ces canaux comme cible thérapeutique.
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Conclusion e t perspectives
Les deux études présentées dans cette thèse identifient deux mécanismes distincts 
responsables de freiner la signalisation calcique dans un modèle non-excitable et un modèle 
excitable. La première étude démontre que la protéine Hsp90 interagit avec les IP3R de 
manière dépendante à l’insuline pour diminuer leur activité de relâche calcique. Bien que 
notre étude n’identifie pas s’il s’agit d’une interaction directe ou indirecte, nous suggérons 
que cette interaction fait probablement partie d’un complexe multi-protéique responsable 
d’imposer un frein à la signalisation de l’insuline. Il est possible que ce complexe inclue 
des protéines kinases comme mTOR ou Fyn, un membre de la famille des kinases Src, et 
que la phosphorylation des IP3R serve à diminuer leur activité de relâche calcique par un 
mécanisme dépendant de Hsp90.
La seconde étude met en évidence un nouveau rôle de la protéine STIM1 sur l’activité 
des T-VDCC dans un système de cellule excitable. STIM1 est normalement reconnue pour 
son rôle de senseur de Ca2+ dans le RE et sert à initier le mécanisme d’entrée SOCE suite à 
son interaction avec Orail ou TRPC. Toutefois, nous démontrons que dans les 
cardiomyocytes, STIM1 sert également à diminuer l’activité des T-VDCC afin de prévenir 
un excès de Ca2+ dans la cellule qui peut être néfaste et mener à un état pathologique 
d’arythmie cardiaque.
Ainsi, bien que ces deux études se situent dans un environnement différent, soit un 
modèle de cellules non-excitables et un modèle de cellules excitables, nous mettons en 
évidence deux mécanismes de rétroaction dans la signalisation calcique permettant 
d’assurer une fonction normale à la cellule.
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En perspective, il serait pertinent de vérifier le rôle physiologique de l’interaction 
entre Hsp90 et r iP 3R. Dans un contexte à visée thérapeutique, des inhibiteurs de Hsp90 
sont actuellement utilisés pour traiter certains types de cancers comme le cancer du sein ou 
de la prostate (Biamonte et al., 2010; Gorska et al., 2012). L’inhibiteur le plus prometteur 
présentement est le ganetespib, qui a montré plus de puissance et moins de toxicité par 
rapport aux autres inhibiteurs de Hsp90 comme la geldanamycine ou ses dérivés (Ying et 
al., 2012; Shimamura et al., 2012). D’ailleurs, des études cliniques (phase II) ont démontré 
les effets thérapeutiques de ce composé sur des patients atteints d’un cancer du poumon en 
montrant des effets secondaires tolérables chez ces patients (Socinski et al., 2013). Le 
mécanisme proposé est basé sur le fait que plusieurs protéines impliquées dans la 
progression tumorale sont des protéines clientes de Hsp90 et donc, l’utilisation 
d’inhibiteurs de Hsp90 favoriserait la dégradation de ces protéines pro-tumorales (Wang et 
al., 2010). En sachant que la relâche de Ca2+des IP3R peut donner un signal apoptotique via 
le transfert de Ca2+ du RE vers la mitochondrie (Marchi et al., 2012), on peut supposer que 
l’inhibition de Hsp90 dans les cellules tumorales pourrait augmenter l’activité de relâche 
calcique des IP3R pour induire la mort de ces cellules. Donc, une amplification du signal 
calcique provenant des IP3R pourrait constituer une voie thérapeutique à explorer pour 
provoquer la mort des cellules tumorales. Des études sont nécessaires pour vérifier ce 
mécanisme dans des lignées de cellules tumorales comme par exemple, les cellules MCF-7, 
dérivées d’un cancer du sein ou encore les cellules PC-3, dérivées d’un cancer de la 
prostate.
Également, il serait intéressant de vérifier le rôle exact de la protéine STEM2 sur les 
mécanismes de régulation du Ca dans un modèle de cellule excitable. Nos résultats 
préliminaires suggèrent que STIM2 est impliqué dans le maintien d ’une fonction cardiaque 
normale, mais le mécanisme exact demeure incomplet. L’identification du rôle de chacune 
des composantes de la signalisation calcique du système non-excitable dans un système 
excitable nous permettra d’apporter des éclaircissements sur des mécanismes qui demeurent 
à ce jour incomplètement clarifiés.
96
Remerciements
Je tiens tout d’abord à remercier mes directeurs de recherche, Gaétan Guillemette et 
Guylain Boulay, pour leur confiance, leur disponibilité, leur enthousiasme et tous les 
précieux conseils qu’ils m’ont prodigués tout au long de ces années. Je garderai un très bon 
souvenir de tous nos échanges et je promets de transmettre de mon mieux le bagage 
intellectuel que vous m’avez donné.
Je remercie également les membres du jury d’évaluation de la thèse, Lucie Parent, 
Louis Gendron et Jean-Bernard Denault, pour avoir pris le temps de corriger avec soin ma 
thèse et pour les commentaires.
Je ne peux passer sous silence l’aide précieuse de tous les collaborateurs, Michel 
Grandbois, Yannick Miron, Élie Simard, Robert Dumaine, Michael Biet, Éric Béliveau, 
Nancy Francoeur et Klaus Klarskov, sans qui la qualité de tous les travaux présentés serait 
de loin amoindrie.
Je désire également remercier tous les membres et amis du laboratoire de Guylain 
Boulay : Nancy Francoeur, Simon Bousquet, Francis Phaneuf, Youssef Guedri, Léna Le 
Bras, Maxime Paradis, Alexandre Blanchard et Cynthia Sharmeen, pour leur enthousiasme 
contagieux, leur soutien et leurs encouragements.
Je remercie les anciens et présents membres du laboratoire de Gaétan Guillemette : 
Éric Béliveau, Yannik Régimbald-Dumas, Marc-Olivier Frégeau, Guillaume Arguin, 
Annabelle Caron, Ivana Domazet et Vincent Lessard, pour les bonnes discussions et les 
conseils.
Finalement, je tiens à souligner les constants encouragements de mes amis, ma 




ADINOLFI, E., KIM, M., YOUNG, M.T., DI VIRGILIO, F. & SURPRENANT, A. (2003) 
Tyrosine phosphorylation of HSP90 within the P2X7 receptor complex negatively 
regulates P2X7 receptors. J. Biol. Chem. 278(39): 37344-37351.
ADKINS, C.E., MORRIS, S.A., DE SMEDT, H., SIENAERT, I., TÔRÔK, K. & 
TAYLOR, C.W. (2000) Ca2+-calmodulin inhibits Ca2+ release mediated by type-1, -2 
and -3 inositol trisphosphate receptors. Biochem. J. 345(Pt 2): 357-363.
AMBUDKAR, I.S. & ONG, H.L. (2007) Organization and function of TRPC 
channelosomes. Pflugers Arch. 455(2): 187-200.
ARGUIN, G., REGIMBALD-DUMAS, Y., FREGEAU, M„ CARON, A. & 
GUILLEMETTE, G. (2007) Protein kinase C phosphorylates the inositol 1,4,5- 
trisphosphate receptor type 2 and decreases the mobilization of Ca2+ in pancreatoma 
AR4-2J cells. J. Endocrinol. 192(3): 659-668.
BALSHAW, D.M., XU, L., YAMAGUCHI, N., PASEK, D.A. & MEISSNER, G. (2001) 
Calmodulin binding and inhibition of cardiac muscle calcium release channel 
(ryanodine receptor). J. Biol. Chem. 276(23): 20144-20153.
BALSHAW, D.M., YAMAGUCHI, N. & MEISSNER, G. (2002) Modulation of 
intracellular calcium-release channels by calmodulin. J. Membr. Biol. 185(1): 1-8.
BARE, D.J., KETTLUN, C.S., LIANG, M„ BERS, D.M. & MIGNERY, G.A. (2005) 
Cardiac type 2 inositol 1,4,5-trisphosphate receptor: interaction and modulation by 
calcium/calmodulin-dependent protein kinase II. J. Biol. Chem. 280(16): 15912-15920.
BASSANI, J.W., BASSANI, R.A. & BERS, D.M. (1994) Relaxation in rabbit and rat 
cardiac cells: species-dependent differences in cellular mechanisms. J. Physiol. 476(2): 
279-293.
BAUMGART, J.P., VITKO, I., BIDAUD, I., KONDRATSKYI, A., LORY, P. & PEREZ- 
REYES, E. (2008) I-II loop structural determinants in the gating and surface 
expression of low voltage-activated calcium channels. PLoS One. 3(8): e2976.
BEAN, B.P. (1989) Classes of calcium channels in vertebrate cells. Annu. Rev. Physiol. 51: 
367-384.
BEARD, N.A., LAVER, D.R. & DULHUNTY, A.F. (2004) Calsequestrin and the calcium 
release channel of skeletal and cardiac muscle. Prog. Biophys. Mol. Biol. 85(1): 33-69.
BEARD, N.A., SAKOWSKA, M.M., DULHUNTY, A.F. & LAVER, D.R. (2002) 
Calsequestrin is an inhibitor of skeletal muscle ryanodine receptor calcium release 
channels. Biophys. J. 82(Pt 1): 310-320.
98
BEARD, N.A., WEI, L. & DULHUNTY, A.F. (2009) Control of muscle ryanodine 
receptor calcium release channels by proteins in the sarcoplasmic reticulum lumen. 
Clin. Exp. Pharmacol. Physiol. 36(3): 340-345.
BERNA-ERRO, A., BRAUN, A., KRAFT, R., KLEINSCHNITZ, C., SCHUHMANN, M., 
STEGNER, D., WULTSCH, T., EILERS, J., MEUTH, S., STOLL, G. & 
NIESWANDT, B. (2009) STIM2 regulates capacitive Ca2+ entry in neurons and plays 
a key role in hypoxic neuronal cell death. Sci. Signal. 2(93): ra67.
BERRIDGE, M., LEPP, P. & BOOTMAN, M. (2000) The versatility and universality of 
calcium signalling. Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 1(1): 11-21.
BERRIDGE, M.J. (1993) Inositol trisphosphate and calcium signaling. Nature. 361(6410): 
315-325.
BERRIDGE, M.J., BOOTMAN, M.D. & RODERICK, H.L. (2003) Calcium signalling: 
Dynamics, homeostasis and remodelling. Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 4: 517-529.
BERRIDGE, M.J. & IRVINE, R.F. (1989) Inositol phosphates and cell signalling. Nature. 
341(6239): 197-205.
BERS, D.M. (2004) Macromolecular complexes regulating cardiac ryanodine receptor 
function./. Mol. Cell. Cardiol. 37(2): 417-429.
BERS, D.M. (2008) Calcium cycling and signaling in cardiac myocytes. Annu. Rev. 
Physiol. 70: 23-49.
BEZANILLA, F. (2000) The voltage sensor in voltage-dependent ion channels. Physiol. 
Rev. 80(2): 555-592.
BEZPROZVANNY, I., WATRAS, J. & EHRLICH, B.E. (1991) Bell-shaped calcium- 
response curves of Ins(l,4 ,5 )P3- and calcium-gated channels from endoplasmic 
reticulum of cerebellum. Nature. 351(6329): 751-754.
BIAMONTE, M.A., VAN DE WATER, R., ARNDT, J.W., SCANNEVIN, R.H., PERRET,
D. & LEE, W.C. (2010) Heat shock protein 90: inhibitors in clinical trials. J. Med. 
Chem. 53(1): 3-17.
BICHET, D., CORNET, V., GEIB, S., CARLIER, E., VOLSEN, S., HOSHI, T., MORI, Y. 
& DE WAARD, M. (2000) The I-II loop of the Ca2+ channel alpha 1 subunit contains 
an endoplasmic reticulum retention signal antagonized by the beta subunit. Neuron. 
25(1): 177-190.
BLAUSTEIN, M. & LEDERER, W. (1999) Sodium/calcium exchange: its physiological 
implications. Physiol. Rev. 79(3): 763-854.
99
BLONDEL, O., TAKEDA, J., JANSSEN, H., SEINO, S. & BELL, G.I. (1993) Sequence 
and functional characterization of a third inositol trisphosphate receptor subtype, BP3R- 
3, expressed in pancreatic islets, kidney, gastrointestinal tract, and other tissues. J. Biol. 
Chem. 268(15): 11356-11363.
BOEHNING, D., PATTERSON, R.L., SEDAGHAT, L„ GLEBOVA, N.O., KUROSAKI, 
T. & SNYDER, S.H. (2003) Cytochrome c binds to inositol (1,4,5) trisphosphate 
receptors, amplifying calcium-dependent apoptosis. Nat. Cell Biol. 5(12): 1051-1061.
BOHN, G., MOOSMANG, S., CONRAD, H„ LUDWIG, A., HOFMANN, F. & 
KLUGBAUER, N. (2000) Expression of T- and L-type calcium channel mRNA in 
murine sinoatrial node. FEBS Lett. 481(1): 73-76.
BOULAY, G. (2002) Ca2+-calmudulin regulates receptor-operated Ca2+ entry activity of 
TRPC6  in HEK293 cells. Cell Calcium. 32(4): 201-207.
BOULAY, G., BROWN, D.M., QIN, N., JIANG, M„ DIETRICH, A., ZHU, M.X., CHEN, 
Z., BIRNBAUMER, M., MIKOSHIBA, K. & BIRNBAUMER, L. (1999) Modulation 
of Ca2+ entry by polypeptides of the inositol 1,4,5-trisphosphate receptor (IP3R) that 
bind transient receptor potential (TRP): evidence for roles o f TRP and IP3R in store 
depletion-activated Ca2+ entry. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 96(26): 14955-14960.
BOURDIN, B., MARGER, F., WALL-LACELLE, S., SCHNEIDER, T., KLEIN, H., 
SAUVÉ, R. & PARENT, L. (2010) Molecular determinants of the CaVbeta-induced 
plasma membrane targeting of the CaV1.2 channel. J. Biol. Chem. 285(30): 22853- 
22863.
BOUSQUET, S., MONET, M. & BOULAY, G. (2010) Protein kinase C-dependent 
phosphorylation of transient receptor potential canonical 6  (TRPC6 ) on serine 448 
causes channel inhibition. J. Biol. Chem. 285(52): 40534-40543.
BOOTMAN, M.D., SMYRNIAS, I., THUL, R„ COOMBES, S. & RODERICK, H.L. 
(2011) Atrial cardiomyocyte calcium signalling. Biochim. Biophys. Acta. 1813(5): 922- 
934.
BRANDMAN, O., LIOU, J., PARK, W.S. & MEYER, T. (2007) STIM2 is a feedback 
regulator that stabilizes basal cytosolic and endoplasmic reticulum Ca2+ levels. Cell. 
131(7): 1327-1339.
BUSH, E.W., HOOD, D.B., PAPST, P.J., CHAPO, J.A., MINOBE, W., BRISTOW, M.R., 
OLSON, E.N. & MCKINSEY, T.A. (2006) Canonical transient receptor potential 
channels promote cardiomyocyte hypertrophy through activation of calcineurin 
signaling. J. Biol. Chem. 281(44): 33487-33496.
100
CAMERON, A.M., NUCIFORA, F.C., FUNG, E.T., LIVINGSTON, D.J., ALDAPE, R.A., 
ROSS, C.A. & SNYDER, S.H. (1997) FKBP12 binds the inositol 1,4,5-trisphosphate 
receptor at leucine-proline (1400-1401) and anchors calcineurin to this FK506-like 
domain. J. Biol. Chem. 272(44): 27582-27588.
CAMERON, A.M., STEINER, J.P., ROSKAMS, A.J., ALI, S.M., RONNETT, G.V. & 
SNYDER, S.H. (1995) Calcineurin associated with the inositol 1,4,5-trisphosphate 
receptor-FKBP12 complex modulates Ca2+ flux. Cell. 83(3): 463-472.
CARON, A., CHALOUX, B„ ARGUIN, G. & GUILLEMETTE, G. (2007) Protein kinase 
C decreases the apparent affinity of the inositol 1,4,5-trisphosphate receptor type 3 in 
RJNm5F cells. Cell Calcium, 42(3): 323-331.
CARVALHEIRA, J.B., CALEGARI, V.C., ZECCHIN, H.G., NADRUZ, W„ 
GUIMARÂES, R.B., RIBEIRO, E.B., FRANCHINI, K.G., VELLOSO, L.A. & 
SAAD, M.J. (2003) The cross-talk between angiotensin and insulin differentially 
affects phosphatidylinositol 3-kinase- and mitogen-activated protein kinase-mediated 
signaling in rat heart: implications for insulin resistance. Endocrinology, 144(12): 
5604-5614.
CATTERALL, W.A. (2000) Structure and regulation of voltage-gated Ca2+ channels. Annu. 
Rev. Cell Dev. Biol. 16: 521-555.
CHEN, Y., LU, J., PAN, H., ZHANG, Y., WU, H., XU, K., LIU, X., JIANG, Y., BAO, X., 
YAO, Z., DING, K., LO, W.H., QIANG, B., CHAN, P., SHEN, Y. & WU, X. (2003) 
Association between genetic variation of CACNA1H and childhood absence epilepsy. 
Ann. Neurol. 54(2): 239-243.
CRABTREE, G.R. (1999) Generic signals and specific outcomes: signaling through Ca2+, 
calcineurin, andNF-AT. Cell. 96(5): 611-614.
CRIBBS, L.L., MARTIN, B.L., SCHRODER, E.A., KELLER, B.B., DELISLE, B.P. & 
SATIN, J. (2001) Identification of the T-type calcium channel (Cav3.1d) in developing 
mouse heart. Circ. Res. 88(4): 403-407.
CUI, J., MATKOVICH, S.J., DESOUZA, N., LI, S., ROSEMBLIT, N. & MARKS, A.R. 
(2004) Regulation of the type 1 inositol 1,4,5-trisphosphate receptor by 
phosphorylation at tyrosine 353. J. Biol. Chem. 279(16): 16311-16316.
DADSETAN, S., ZAKHAROVA, L., MOLINSKI, T.F. & FOMINA, A.F. (2008) Store- 
operated Ca2+ influx causes Ca2+ release from the intracellular Ca2+ channels that is 
required for T cell activation. J. Biol. Chem. 283(18): 12512-12519.
DARBELLAY, B„ ARNAUDEAU, S., CERONI, D., BADER, C.R., KONIG, S. & 
BERNHEEM, L. (2010) Human muscle economy myoblast differentiation and 
excitation-contraction coupling use the same molecular partners, STIM1 and STIM2. J. 
Biol. Chem. 285(29): 22437-22447.
101
DESOUZA, N., REIKEN, S., ONDRIAS, K., YANG, Y.M., MATKOVICH, S. & 
MARKS, A.R. (2002) Protein kinase A and two phosphatases are components of the 
inositol 1,4,5-trisphosphate receptor macromolecular signaling complex. J. Biol. Chem. 
277(42): 39397-39400.
DIFRANCESCO, D. (1993) Pacemaker mechanisms in cardiac tissue. Annu. Rev. Physiol. 
55: 455-472.
DOI, M„ YANO, M., KOBAYASHI, S., KOHNO, M., TOKUHISA, T., OKUDA, S., 
SUETSUGU, M„ HISAMATSU, Y., OHKUSA, T. & MATSUZAKI, M. (2002) 
Propranolol prevents the development of heart failure by restoring FKBP12.6-mediated 
stabilization of ryanodine receptor. Circulation. 105(11): 1374-1379.
DRAWNEL, F.M., WACHTEN, D„ MOLKENTIN, J.D., MAILLET, M„ ARONSEN, 
J.M., SWIFT, F., SJAASTAD, I., LIU, N„ CATALUCCI, D., MIKOSHIBA, K., 
HISATSUNE, C., OKKENHAUG, H., ANDREWS, S.R., BOOTMAN, M.D. & 
RODERICK, H.L. (2012) Mutual antagonism between IP3RII and miRNA-133a 
regulates calcium signals and cardiac hypertrophy. J. Cell Biol. 199(5): 783-798.
DUBEL, S.J., ALTIER, C., CHAUMONT, S., LORY, P., BOURINET, E. & NARGEOT, 
J. (2004) Plasma membrane expression of T-type calcium channel alpha(l) subunits is 
modulated by high voltage-activated auxiliary subunits. J. Biol. Chem. 279(28): 29263- 
29269.
DYER, J.L., MOBASHERI, H., LEA, E.J., DAWSON, A.P. & MICHELANGELI, F.
(2003) Differential effect of PKA on the Ca2+ release kinetics of the type I and III InsP3 
receptors. Biochem. Biophys. Res. Commun. 302(1): 121-126.
EDER, P. & MOLKENTIN, J.D. (2011) TRPC channels as effectors of cardiac 
hypertrophy. Circ. Res. 108(2): 265-272.
EGUCHI, S., NUMAGUCHI, K„ IWASAKI, H., MATSUMOTO, T., YAMAKAWA, T., 
UTSUNOMIYA, H., MOTLEY, E.D., KAWAKATSU, H., OWADA, K.M., 
HIRATA, Y., MARUMO, F. & INAGAMI, T. (1998) Calcium-dependent epidermal 
growth factor receptor transactivation mediates the angiotensin II-induced mitogen- 
activated protein kinase activation in vascular smooth muscle cells. J. Biol. Chem. 
273(15): 8890-8896.
FABIATO, A. (1983) Calcium-induced release of calcium from the cardiac sarcoplasmic 
reticulum. Am. J. Physiol. 245(1): C l-14.
FANG, K. & COLECRAFT, H.M. (2011) Mechanism of auxiliary p-subunit-mediated 
membrane targeting of L-type (Cayl.2) channels. J. Physiol. 589(Pt 18): 4437-44355.
FERRON, L., CAPUANO, V., RUCHON, Y., DEROUBAIX, E., COULOMBE, A. & 
RENAUD, J.F. (2003) Angiotensin II signaling pathways mediate expression of 
cardiac T-type calcium channels. Circ. Res. 93(12): 1241-1248.
102
FESKE, S., GWACK, Y., PRAKRIYA, M„ SRIKANTH, S., PUPPEL, S.H., TANASA,
B., HOGAN, P.G., LEWIS, R.S., DALY, M. & RAO, A. (2006) A mutation in Orail 
causes immune deficiency by abrogating CRAC channel function. Nature. 441(7090): 
179-185.
FILL, M. & COPELLO, J.A. (2002) Ryanodine receptor calcium release channels. Physiol. 
Rev. 82(4): 893-922.
FOLLI, F., SAAD, M„ VELLOSO, L., HANSEN, H., CARANDENTE, O., FEENER, E. 
& KAHN, C. (1999) Crosstalk between insulin and angiotensin II signalling systems. 
Exp. Clin. Endocrinol. Diabetes. 107(2): 133-139.
FOZZARD, H.A. (1992) Afterdepolarizations and triggered activity. Basic Res. Cardiol. 
87(2): 105-113.
FREGEAU, M.O., REGEMBALD-DUMAS, Y. & GUILLEMETTE, G. (2011) Positive 
regulation of inositol 1,4,5-trisphosphate-induced Ca2+ release by mammalian target 
of rapamycin (mTOR) in RINm5F cells. J. Cell. Biochem. 112(2): 723-733.
FREICHEL, M„ SCHWEIG, U„ STAUFFENBERGER, S., FREISE, D., SCHORB, W. & 
FLOCKERZI, V. (1999) Store-operated cation channels in the heart and cells of the 
cardiovascular system. Cell. Physiol. Biochem. 9(4-5): 270-283.
FURUICHI, T., YOSHIKAWA, S., MIYAWAKI, A., WADA, K., MAEDA, N. & 
MIKOSHIBA, K. (1989) Primary structure and functional expression of the inositol
1,4,5-trisphosphate-binding protein P400. Nature. 342(6245): 32-38.
GAO, T., BUNEMANN, M„ GERHARDSTEIN, B.L., MA, H. & HOSEY, M.M. (2000) 
Role of the C terminus of the alpha 1C (CaV1.2) subunit in membrane targeting of 
cardiac L-type calcium channels. J. Biol. Chem. 275(33): 25436-25444.
GAO, Z., CHEN, B., JOINER, M.L., WU, Y., GUAN, X., KOVAL, O.M., 
CHAUDHARY, A.K., CUNHA, S.R., MOHLER, P.J., MARTINS, J.B., SONG, L.S. 
& ANDERSON, M.E. (2010) If and SR Ca2+ release both contribute to pacemaker 
activity in canine sinoatrial node cells. J. Mol. Cell. Cardiol. 49(1): 33-40.
GARCIA, R.L. & SCHILLING, W.P. (1997) Differential expression of mammalian TRP 
homologues across tissues and cell lines. Biochem. Biophys. Res. Commun. 239(1): 
279-283.
GIOVANNUCCI, D.R., GROBLEWSKI, G.E., SNEYD, J. & YULE, D.I. (2000) Targeted 
phosphorylation of inositol 1,4,5-trisphosphate receptors selectively inhibits localized 
Ca2+ release and shapes oscillatory Ca2+ signals. J. Biol. Chem. 275(43): 33704-33711.
GORSKA, M., POPOWSKA, U., SIELICKA-DUDZIN, A., KUBAN-JANKOWSKA, A., 
SAWCZUK, W., KNAP, N„ CICERO, G. & WOZNIAK, F. (2012) Geldanamycin and 
its derivatives as Hsp90 inhibitors. Front Biosci. 17: 2269-2277.
103
GRU SZCZYNSKA-BIEG AL A, J., POMORSKI, P., WISNffiWSKA, M.B. & KUZNICKI, 
J. (2011) Differential roles for STIM1 and STIM2 in store-operated calcium entry in 
rat neurons. PLoS One, 6(4): el9285.
GUINAMARD, R. & BOIS, P. (2007) Involvement of transient receptor potential proteins 
in cardiac hypertrophy. Biochim. Biophys. Acta. 1772(8): 885-894.
GWACK,Y„ FESKE, S., SRDCANTH, S., HOGAN, P.G. & RAO, A. (2007) Signalling to 
transcription: store-operated Ca2+ entry and NFAT activation in lymphocytes. Cell 
Calcium. 42(2): 145-146.
GYÔRKE, I. & GYÔRKE, S. (1998) Regulation of the cardiac ryanodine receptor channel 
by luminal Ca2+ involves luminal Ca + sensing sites. Biophys. J. 75(6): 2801-2810.
GYÔRKE, S., GYÔRKE, L, TERENTYEV, D., VIATCHENKO-KARPINSKI, S. & 
WILLIAMS, S.C. (2004) Modulation of sarcoplasmic reticulum calcium release by 
calsequestrin in cardiac myocytes. Biol. Res. 37(4): 603-607.
GYÔRKE, S. & TERENTYEV, D. (2008) Modulation of ryanodine receptor by luminal 
calcium and accessory proteins in health and cardiac disease. Cardiovasc. Res. 77(2): 
245-255.
HAGAR, R.E., BURGSTAHLER, A.D., NATHANSON, M.H. & EHRLICH, B.E. (1998) 
Type III InsP3 receptor channel stays open in the presence of increased calcium. 
Nature. 396(6706): 81-84.
HAGIWARA, N., IRISAWA, H. & KAMEYAMA, M. (1988) Contribution of two types of 
calcium currents to the pacemaker potentials of rabbit sino-atrial node cells. J. Physiol. 
395: 233-253.
HAJNÔCZKY, G. & THOMAS, A.P. (1997) Minimal requirements for calcium 
oscillations driven by the IP3 receptor. EMBO J. 16(12): 3533-3543.
HAKAMATA, Y., NAKAI, J., TAKESHIMA, H. & IMOTO, K. (1992) Primary structure 
and distribution of a novel ryanodine receptor/calcium release channel from rabbit 
brain. FEBSLett. 312(2-3): 229-235.
HARZHEIM, D., TALASILA, A., MOVASSAGH, M., FOO, R.S., FIGG, N., 
BOOTMAN, M.D. & RODERICK, H.L. (2010) Elevated InsPsR expression underlies 
enhanced calcium fluxes and spontaneous extra-systolic calcium release events in 
hypertrophic cardiac myocytes. Channels (Austin). 4(1): 67-71.
HATTORI, M., SUZUKI, A. Z., HIGO, T., MIYAUCHI, H., MICHIKAWA, T., 
NAKAMURA, T., INOUE, T. & MIKOSHIBA, K. (2004) Distinct roles of inositol
1,4,5-trisphosphate receptor types 1 and 3 in Ca2+ signaling. J. Biol. Chem. 279(12): 
11967-11975.
104
HE, X., YANG, F., XIE, Z. & LU, B. (2000) Intracellular Ca2+ and Ca2+/calmodulin- 
dependent kinase II mediate acute potentiation of neurotransmitter release by 
neurotrophin-3. J. Cell Biol. 149(4): 783-792.
HOFMANN, T., OBUKHOV, A.G., SCHAEFER, M„ HARTENECK, C., 
GUDERMANN, T. & SCHULTZ, G. (1999) Direct activation of human TRPC6  and 
TRPC3 channels by diacylglycerol. Nature. 397(6716): 259-263.
HOOVER, P.J. & LEWIS, R.S. (2011) Stoichiometric requirements for trapping and gating 
of Ca2+ release-activated Ca2+ (CRAC) channels by stromal interaction molecule 1 
(STIM1). Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 108(32): 13299-13304.
HUANG, B., QIN, D., DENG, L., BOUTJDIR, M. & El-SHERIF, N. (2000) Reexpression 
of T-type Ca2+ channel gene and current in post-infarction remodeled rat left ventricle. 
Cardiovasc. Res. 46(3): 442-449.
HULOT, J.S., FAUCONNIER, J., RAMANUJAM, D., CHAANINE, A., AUBART, F., 
SASSI, Y., MERKLE, S., CAZORLA, O., OUILLÉ, A., DUPUIS, M., HADRI, L„ 
JEONG, D., MÜHLSTEDT, S., SCHMITT, J., BRAUN, A., BÉNARD, L., SALIBA, 
Y., LAGGERBAUER, B., NIESWANDT, B., LACAMPAGNE, A., HAJJAR, R. J., 
LOMPRÉ, A.M. & ENGELHARDT, S. (2011) Critical role for stromal interaction 
molecule 1 in cardiac hypertrophy. Circulation. 124(7): 796-805.
HÜSER, J., BLATTER, L.A. & LIPSIUS, S.L. (2000) Intracellular Ca2+ release contributes 
to automaticity in cat atrial pacemaker cells. J. Physiol. 524(Pt 2): 415-422.
IZUMI, T., KIHARA, Y., SARAI, N., YONEDA, T., IWANAGA, Y., INAGAKI, K., 
ONOZAWA, Y., TAKENAKA, H., KIT A, T. & NOMA, A. (2003) Reinduction of T- 
type calcium channels by endothelin- 1  in failing hearts in vivo and in adult rat 
ventricular myocytes in vitro. Circulation. 108(20): 2530-2535.
JALEEL, N., NAKAYAMA, H., CHEN, X., KUBO, H., MACDONNELL, S., ZHANG,
H., BERRETTA, R„ ROBBINS, J., CRIBBS, L„ MOLKENTIN, J.D. & HOUSER, 
S.R. (2008) Ca2+ influx through T- and L-type Ca2+ channels have different effects on 
myocyte contractility and induce unique cardiac phenotypes. Circ. Res. 103(10): 1109- 
1119.
JANOWSKI, E., CLEEMANN, L., SASSE, P. & MORAD, M. (2006) Diversity of Ca2+ 
signaling in developing cardiac cells. Ann. N. Y. Acad. Sci. 1080: 154-164.
JANUARY, C.T. & RIDDLE, J.M. (1989) Early afterdepolarizations: mechanism of 
induction and block. A role for L-type Ca2+ current. Circ. Res. 64(5): 977-990.
JAYARAMAN, T., ONDRIAS, K., ONDRIASOVÂ, E. & MARKS, A.R. (1996) 
Regulation of the inositol 1,4,5-trisphosphate receptor by tyrosine phosphorylation. 
Science. 272(5267): 1492-1494.
105
JOSEPH, S.K., LIN, C., PIERSON, S., THOMAS, A.P. & MARANTO, A.R. (1995) 
Heteroligomers of type-I and type-III inositol trisphosphate receptors in WB rat liver 
epithelial cells. J. Biol. Chem. 270(40): 23310-23316.
JU, Y.K., CHU, Y., CHAULET, H., LAI, D., GERVASIO, O.L., GRAHAM, R.M., 
CANNELL, M.B. & ALLEN, D.G. (2007) Store-operated Ca2+ influx and expression 
of TRPC genes in mouse sinoatrial node. Circ. Res. 100(11): 1605-1614.
KEPPLENGER, K.J., KAHR, H., FÔRSTNER, G., SONNLEITNER, N., SCHINDLER, H., 
SCHMIDT, T., GROSCHNER, K., SOLDATOV, N.M. & ROMANIN, C. (2000) A 
sequence in the carboxy-terminus of the alpha(lC) subunit important for targeting, 
conductance and open probability o f L-type Ca2+ channels. FEBS Lett. 477(3): 161- 
169.
KHAN, M.T., WAGNER, L„ YULE, D.I., BHANUMATHY, C. & JOSEPH, S.K. (2006) 
Akt kinase phosphorylation of inositol 1,4,5-trisphosphate receptors. J. Biol. Chem. 
281(6): 3731-3737.
KHOSRAVANI, H., ALTIER, C„ SIMMS, B., HAMMING, K.S., SNUTCH, T.P., 
MEZEYOVA, J., MCRORY, J.E. & ZAMPONI, G.W. (2004) Gating effects of 
mutations in the Cav3.2 T-type calcium channel associated with childhood absence 
epilepsy. J. Biol. Chem. 279(11): 9681-9684.
KIM, J.Y., ZENG, W.Z., KISELYOV, K., YUAN, J.P., DEHOFF, M.H., MIKOSHIBA, 
K., WORLEY, P.F. & MUALLEM, S. (2006) Homer 1 mediates store- and inositol
1,4,5-trisphosphate receptor-dependent translocation and retrieval of TRPC3 to the 
plasma membrane. J. Biol. Chem. 281(43): 32540-32549.
KIM, M., ZENG, W., YUAN, J., SHIN, D., WORLEY, P. & MUALLEM, S. (2009) 
Native Store-operated Ca2+ Influx Requires the Channel Function of Orail and TRPC1. 
J. Biol. Chem. 284(15): 9733-9741.
KISELYOV, K., MIGNERY, G.A., ZHU, M.X. & MUALLEM, S. (1999) The N-terminal 
domain of the IP3 receptor gates store-operated hTrp3 channels. Mol. Cell. 4(3): 423- 
429.
KISELYOV, K., XU, X., MOZHAYEVA, G., KUO, T., PESSAH, I., MIGNERY, G., 
ZHU, X., BIRNBAUMER, L. & MUALLEM, S. (1998) Functional interaction 
between InsP3 receptors and store-operated hTrp3 channels. Nature. 396(6710): 478- 
482.
KISFALVI, K., REY, O., YOUNG, S.H., SINNETT-SMITH, J. & ROZENGURT, E.
(2007) Insulin potentiates Ca2+ signaling and phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate 
hydrolysis induced by Gq protein-coupled receptor agonists through an mTOR- 
dependent pathway. Endocrinology. 148(7): 3246-3257.
106
KOCKSKÀMPER, J., ZIMA, A.V., RODERICK, H.L., PIESKE, B., BLATTER, L.A. & 
BOOTMAN, M.D. (2008) Emerging roles of inositol 1,4,5-trisphosphate signaling in 
cardiac myocytes. J. Mol. Cell. Cardiol. 45(2): 128-147.
KURODA, Y., HISATSUNE, C„ NAKAMURA, T., MATSUO, K. & MIKOSHIBA, K.
(2008) Osteoblasts induce Ca2+ oscillation-independent NFATcl activation during 
osteoclastogenesis. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 105(25): 8643-8648.
LAITINEN, P.J., BROWN, K.M., PIIPPO, K., SWAN, H., DEVANEY, J.M., 
BRAHMBHATT, B., DONARUM, E.A., MARINO, M., TISO, N., VIITASALO, M„ 
TOIVONEN, L., STEPHAN, D.A. & KONTULA, K. (2001) Mutations of the cardiac 
ryanodine receptor (RyR2) gene in familial polymorphic ventricular tachycardia. 
Circulation. 103(4): 485-490.
LAKATTA, E.G., VINOGRADOVA, T.M. & MALTSEV, V.A. (2008) The missing link 
in the mystery of normal automaticity of cardiac pacemaker cells. Ann. N. Y. Acad. Sci. 
1123:41-57.
LAMBERT, R.C., MAULET, Y., MOUTON, J., BEATTIE, R„ VOLSEN, S., DE 
WAARD, M. & FELTZ, A. (1997) T-type Ca2+ current properties are not modified by 
Ca2+ channel beta subunit depletion in nodosus ganglion neurons. J. Neurosci. 17(17): 
6621-6628.
LEWIS, R. (2007) The molecular choreography of a store-operated calcium channel. 
Nature. 446(7133): 284-287.
LI, X., ZIMA, A., SHEIKH, F„ BLATTER, L. & CHEN, J. (2005) Endothelin-1 -induced 
arrhythmogenic Ca2+ signaling is abolished in atrial myocytes of inositol-1,4,5- 
trisphosphate(IP3)-receptor type 2-deficient mice. Circ. Res. 96(12): 1274-1281.
LIAO, Y., ERXLEBEN, C., ABRAMOWITZ, J., FLOCKERZI, V., ZHU, M.X., 
ARMSTRONG, D.L. & BIRNBAUMER, L. (2008) Functional interactions among 
Orail, TRPCs, and STIM1 suggest a STIM-regulated heteromeric Orai/TRPC model 
for SOCE/Icrac channels. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 105(8): 2895-2900.
LIAO, Y., ERXLEBEN, C., YILDIRIM, E., ABRAMOWITZ, J., ARMSTRONG, D.L. & 
BIRNBAUMER, L. (2007) Orai proteins interact with TRPC channels and confer 
responsiveness to store depletion. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 104(11): 4682-4687.
LIAO, Y., PLUMMER, N., GEORGE, M., ABRAMOWITZ, J., ZHU, M. & 
BIRNBAUMER, L. (2009) A role for Orai in TRPC-mediated Ca2+ entry suggests that 
a TRPC:Orai complex may mediate store and receptor operated Ca2+ entry. Proc. Natl 
Acad. Sci. U. S. A. 106(9): 3202-3206.
LIOU, J., FIVAZ, M., INOUE, T. & MEYER, T. (2007) Live-cell imaging reveals 
sequential oligomerization and local plasma membrane targeting of stromal interaction 
molecule 1 after Ca2+ store depletion. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 104(22): 9301- 
9306.
107
LIOU, J., KIM, M.L., HEO, W.D., JONES, J.T., MYERS, J.W., FERRELL, J.E. & 
MEYER, T. (2005) STIM is a Ca2+ sensor essential for Ca2+-store-depletion-triggered 
Ca2+ influx. Curr. Biol. 15(13): 1235-1241.
LIPP, P., LAINE, M., TOVEY, S.C., BURRELL, K.M., BERRIDGE, M.J., LI, W. & 
BOOTMAN, M.D. (2000) Functional InsP3 receptors that may modulate excitation- 
contraction coupling in the heart. Curr. Biol. 10(15): 939-942.
LIU, X., BANDYOPADHYAY, B.C., SINGH, B.B., GROSCHNER, K. & AMBUDKAR,
I.S. (2005) Molecular analysis of a store-operated and 2-acetyl-sn-glycerol-sensitive 
non-selective cation channel. J. Biol. Chem. 280(22): 21600-21606.
LUKYANENKO, V., GYÔRKE, I. & GYÔRKE, S. (1996) Regulation of calcium release 
by calcium inside the sarcoplasmic reticulum in ventricular myocytes. Pflugers Arch. 
432(6): 1047-1054.
LUO, X., HOJAYEV, B„ JIANG, N., WANG, Z.V., TANDAN, S., RAKALIN, A., 
ROTHERMEL, B.A., GILLETTE, T.G. & HILL, J.A. (2012) STIM 1-dependent store- 
operated Ca2+ entry is required for pathological cardiac hypertrophy. J. Mol. Cell. 
Cardiol. 52(1): 136-147.
LUSSIER, M.P., CAYOUETTE, S., LEPAGE, P.K., BERNIER, C.L., FRANCOEUR, N., 
ST-HILAIRE, M., PINARD, M. & BOULAY, G. (2005) MxA, a member of the 
dynamin superfamily, interacts with the ankyrin-like repeat domain of TRPC6 . J. Biol. 
Chem. 280(19): 19393-19400.
LYFENKO, A.D. & DIRKSEN, R.T. (2008) Differential dependence of store-operated and 
excitation-coupled Ca2+ entry in skeletal muscle on STIM1 and Orail. J. Physiol. 
586(Pt 20): 4815-4824.
MACKENZIE, L., BOOTMAN, M.D., LAINE, M., BERRIDGE, M.J., THURING, J., 
HOLMES, A., LI, W.H. & LIPP, P. (2002) The role of inositol 1,4,5-trisphosphate 
receptors in Ca2+ signalling and the generation of arrhythmias in rat atrial myocytes. J. 
Physiol. 541(Pt2): 395-409.
MACKENZIE, L., RODERICK, H.L., BERRIDGE, M.J., CONWAY, S.J. & BOOTMAN, 
M.D. (2004) The spatial pattern of atrial cardiomyocyte calcium signalling modulates 
contraction. J. Cell Sci. 117(Pt 26): 6327-6337.
MAK, D.O., MCBRIDE, S. & FOSKETT, J.K. (2001) Regulation by Ca2+ and inositol
1,4,5-trisphosphate (InsPs) of single recombinant type 3 InsP3 receptor channels. Ca2+ 
activation uniquely distinguishes types 1 and 3 InsP3 receptors. J. Gen. Physiol. 
117(5): 435-446.
MALTSEV, V.A. & LAKATTA, E.G. (2008) Dynamic interactions of an intracellular Ca2+ 
clock and membrane ion channel clock underlie robust initiation and regulation of 
cardiac pacemaker function. Cardiovasc. Res. 77(2): 274-284.
108
MALTSEV, VA., VINOGRADOVA, T.M. & LAKATTA, E.G. (2006) The emergence of 
a general theory of the initiation and strength of the heartbeat. J. Pharmacol. Sci. 
100(5): 338-369.
MANGONI, M.E. & NARGEOT, J. (2008) Genesis and regulation of the heart 
automaticity. Physiol. Rev. 88(3): 919-982.
MARCHI, S., MARINELLO, M., BONONI, A., BONORA, M., GIORGI, C„ RIMESSI, 
A. & PINTON, P. (2012) Selective modulation of subtype III IP3R by Akt regulates 
ER Ca2+ release and apoptosis. Cell Death Dis. 3: e304.
MARCHI, S., RIMESSI, A., GIORGI, C„ BALDINI, C., FERRONI, L., RIZZUTO, R. & 
PINTON, P. (2008) Akt kinase reducing endoplasmic reticulum Ca2+ release protects 
cells from Ca2+-dependent apoptotic stimuli. Biochem. Biophys. Res. Commun. 375(4): 
501-505.
MARKS, A.R., PRIORI, S., MEMMI, M., KONTULA, K. & LAITINEN, PJ. (2002) 
Involvement of the cardiac ryanodine receptor/calcium release channel in 
catecholaminergic polymorphic ventricular tachycardia. J. Cell. Physiol. 190(1): 1-6.
MARKS, A.R., TEMPST, P., HWANG, K.S., TAUBMAN, M.B., INUI, M., CHADWICK,
C., FLEISCHER, S. & N AD AL-GIN ARD, B. (1989) Molecular cloning and 
characterization of the ryanodine receptor/junctional channel complex cDNA from 
skeletal muscle sarcoplasmic reticulum. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 86(22): 8683- 
8687.
MARSHALL, I.C. & TAYLOR, C.W. (1993) Biphasic effects of cytosolic Ca2+ on 
Ins(l,4 ,5 )P3-stimulated Ca2+ mobilization in hepatocytes. J. Biol. Chem. 268(18): 
13214-13220.
MARX, S., REIKEN, S., HISAMATSU, Y., JAYARAMAN, T., BURKHOFF, D., 
ROSEMBLIT, N. & MARKS, A. (2000) PKA phosphorylation dissociates FKBP12.6 
from the calcium release channel (ryanodine receptor): defective regulation in failing 
hearts. Cell. 101(4): 365-376.
MATTER, N., RITZ, M.F., FREYERMUTH, S., ROGUE, P. & MALVIYA, A.N. (1993) 
Stimulation of nuclear protein kinase C leads to phosphorylation of nuclear inositol
1,4,5-trisphosphate receptor and accelerated calcium release by inositol 1,4,5- 
trisphosphate from isolated rat liver nuclei. J. Biol. Chem. 268(1): 732-736.
MAXWELL, J.T., NATESAN, S. & MIGNERY, G.A. (2012) Modulation of inositol 1,4,5- 
trisphosphate receptor type 2 channel activity by Ca2+/calmodulin-dependent protein 
kinase II (CaMKII)-mediated phosphorylation. J. Biol. Chem. 287(47): 39419-39428.
MEARES, G.P., ZMUEWSKA, A.A. & JOPE, R.S. (2004) Heat shock protein-90 dampens 
and directs signaling stimulated by insulin-like growth factor-1 and insulin. FEBS Lett. 
574(1-3): 181-186.
109
MEISSNER, G. (1986) Evidence of a role for calmodulin in the regulation of calcium 
release from skeletal muscle sarcoplasmic reticulum. Biochemistry. 25(1): 244-251.
MEISSNER, G. & HENDERSON, J.S. (1987) Rapid calcium release from cardiac 
sarcoplasmic reticulum vesicles is dependent on Ca2+ and is modulated by Mg2+, 
adenine nucleotide, and calmodulin. J. Biol. Chem. 262(7): 3065-3073.
MELDOLESI, J. & POZZAN, T. (1998) The endoplasmic reticulum Ca2+ store: a view 
from the lumen. Trends Biochem. Sci. 23(1): 10-14.
MIGNEN, O., THOMPSON, J.L. & SHUTTLEWORTH, T.J. (2007) STIM1 regulates 
Ca2+ entry via arachidonate-regulated Ca2+-selective (ARC) channels without store 
depletion or translocation to the plasma membrane. J. Physiol. 579(3): 703-715.
MIGNERY, G.A., NEWTON, C.L., ARCHER, B.T. & SÜDHOF, T.C. (1990) Structure 
and expression of the rat inositol 1,4,5-trisphosphate receptor. J. Biol. Chem. 265(21): 
12679-12685.
MILTING, H., LUKAS, N., KLAUKE, B., KÔRFER, R., PERROT, A., OSTERZIEL, 
K.J., VOGT, J., PETERS, S., THIELECZEK, R. & VARSÀNYI, M. (2006) 
Composite polymorphisms in the ryanodine receptor 2 gene associated with 
arrhythmogenic right ventricular cardiomyopathy. Cardiovasc. Res. 71(3): 496-505.
MINAMIKAWA, T„ CODY, S.H. & WILLIAMS, D.A. (1997) In situ visualization of 
spontaneous calcium waves within perfused whole rat heart by confocal imaging. Am. 
J. Physiol. 272(Pt 2): H236-H243.
MIYAKAWA, T., MAEDA, A., YAMAZAWA, T., HIROSE, K., KUROSAKI, T. & 
IINO, M. (1999) Encoding of Ca2+ signals by differential expression of IP3 receptor 
subtypes. EMBO J. 18(5): 1303-1308.
MOLKENTIN, J.D., LU, J.R., ANTOS, C.L., MARKHAM, B., RICHARDSON, J., 
ROBBINS, J., GRANT, S.R. & OLSON, E.N. (1998) A calcineurin-dependent 
transcriptional pathway for cardiac hypertrophy. Cell. 93(2): 215-228.
MONKAWA, T., MIYAWAKI, A., SUGIYAMA, T., YONESHIMA, H., YAMAMOTO- 
HINO, M., FURUICHI, T., SARUTA, T., HASEGAWA, M. & MIKOSHIBA, K.
(1995) Heterotetrameric complex formation of inositol 1,4,5-trisphosphate receptor 
subunits. J. Biol. Chem. 270(24): 14700-14704.
MOREL, J.L., FRITZ, N., LA VIE, J.L. & MIRONNEAU, J. (2003) Crucial role of type 2 
inositol 1,4,5-trisphosphate receptors for acetylcholine-induced Ca2+ oscillations in 
vascular myocytes. Arterioscler. Thromb. Vase. Biol. 23(9): 1567-1575.
MOSCHELLA, M.C. & MARKS, A.R. (1993) Inositol 1,4,5-trisphosphate receptor 
expression in cardiac myocytes. J. Cell Biol. 120(5): 1137-1146.
110
MURASAWA, S., MORI, Y., NOZAWA, Y., GOTOH, N., SHIBUYA, M., MASAKI, H., 
MARUYAMA, K„ TSUTSUMI, Y., MORIGUCHI, Y., SHIBAZAKI, Y., TANAKA, 
Y., IWASAKA, T., INADA, M. & MATSUBARA, H. (1998) Angiotensin II type 1 
receptor-induced extracellular signal-regulated protein kinase activation is mediated by 
Ca2+/calmodulin-dependent transactivation of epidermal growth factor receptor. Circ. 
Res. 82(12): 1338-1348.
NAKAI, J., IMAGAWA, T., HAKAMAT, Y., SHIGEKAWA, M., TAKESHIMA, H. & 
NUMA, S. (1990) Primary structure and functional expression from cDNA of the 
cardiac ryanodine receptor/calcium release channel. FEBSLett. 271(1-2): 169-177.
NAKAYAMA, H., BODI, I., MAILLET, M., DESANTIAGO, J., DOMEIER, T.L., 
MDCOSHIBA, K., LORENZ, J.N., BLATTER, L.A., BERS, D.M. & MOLKENTIN, 
J.D. (2010) The IP3 receptor regulates cardiac hypertrophy in response to select 
stimuli. Circ. Res. 107(5): 659-666.
NAKAYAMA, H., WILKIN, B., BODI, I. & MOLKENTIN, J. (2006) Calcineurin- 
dependent cardiomyopathy is activated by TRPC in the adult mouse heart. FASEB J. 
20(10): 1660-1670.
NEWTON, C.L., MIGNERY, G.A. & SÜDHOF, T.C. (1994) Co-expression in vertebrate 
tissues and cell lines of multiple inositol 1,4,5-trisphosphate (InsPs) receptors with 
distinct affinities for InsP3. J. Biol. Chem. 269(46): 28613-28619.
OHBA, T., WATANABE, H., MURAKAMI, M., SATO, T., ONO, K. & ITO, H. (2009) 
Essential role of STIM1 in the development of cardiomyocyte hypertrophy. Biochem. 
Biophys. Res. Commun. 389(1): 172-176.
ONO, K. & IIJIMA, T. (2010) Cardiac T-type Ca2+ channels in the heart. J. Mol. Cell. 
Cardiol. 48(1): 65-70.
OTSU, K., WILLARD, H.F., KHANNA, V.K., ZORZATO, F., GREEN, N.M. & 
MACLENNAN, D.H. (1990) Molecular cloning of cDNA encoding the Ca2+ release 
channel (ryanodine receptor) of rabbit cardiac muscle sarcoplasmic reticulum. J. Biol. 
Chem. 265(23): 13472-13483.
PANDEY, P., SALEH, A., NAKAZAWA, A., KUMAR, S., SRINIVASULA, S.M., 
KUMAR, V., WEICHSELBAUM, R., NALIN, C., ALNEMRI, E.S., KUFE, D. & 
KHARBANDA, S. (2000) Negative regulation of cytochrome c-mediated 
oligomerization of Apaf-1 and activation of procaspase-9 by heat shock protein 90. 
EMBOJ. 19(16): 4310-4322.
PARK, C.Y., HOOVER, P.J., MULLINS, F.M., BACHHAWAT, P., COVINGTON, E.D., 
RAUNSER, S., WALZ, T., GARCIA, K.C., DOLMETSCH, R.E. & LEWIS, R.S.
(2009) STIM1 clusters and activates CRAC channels via direct binding of a cytosolic 
domain to Orail. Cell. 136(5): 876-890.
I l l
PARK, C.Y., SHCHEGLOVITOV, A. & DOLMETSCH, R. (2010) The CRAC channel 
activator STIM1 binds and inhibits L-type voltage-gated calcium channels. Science. 
330(6000): 101-105.
PATTERSON, R.L., BOEHNING, D. & SNYDER, S.H. (2004) Inositol 1,4,5- 
trisphosphate receptors as signal integrators. Annu. Rev. Biochem. 73: 437-465.
PEREZ, P.J., RAMOS-FRANCO, J., FILL, M. & MIGNERY, G.A. (1997) Identification 
and functional reconstitution of the type 2 inositol 1,4,5-trisphosphate receptor from 
ventricular cardiac myocytes. J. Biol. Chem. 272(38): 23961-23969.
PEREZ-REYES, E. (2003) Molecular physiology of low-voltage-activated T-type calcium 
channels. Physiol. Rev. 83(1): 117-161.
POSTMA, A.V., DENJOY, I., KAMBLOCK, J., ALDERS, M„ LUPOGLAZOFF, J.M., 
VAKSMANN, G., DUBOSQ-BIDOT, L., SEBILLON, P., MANNENS, M.M., 
GUICHENEY, P. & WILDE, A.A. (2005) Catecholaminergic polymorphic ventricular 
tachycardia: RYR2 mutations, bradycardia, and follow up of the patients. J. Med. 
Genet. 42(11): 863-870.
POZZAN, T., RIZZUTO, R., VOLPE, P. & MELDOLESI, J. (1994) Molecular and 
cellular physiology of intracellular calcium stores. Physiol. Rev. 74(3): 595-636.
PRAKRIYA, M., FESKE, S., GWACK, Y., SRIKANTH, S., RAO, A. & HOGAN, P.G.
(2006) Orail is an essential pore subunit of the CRAC channel. Nature. 443(7108): 
230-233.
PUTNEY, J.W. (1986) A model for receptor-regulated calcium entry. Cell Calcium. 7(1): 
1- 12.
QU, Y. & BOUTJDIR, M. (2001) Gene expression of SERCA2a and L- and T-type Ca 
channels during human heart development. Pediatr. Res. 50(5): 569-574.
RAMOS-FRANCO, J., FILL, M. & MIGNERY, G.A. (1998) Isoform-specific function of 
single inositol 1,4,5-trisphosphate receptor channels. Biophys. J. 75(2): 834-839.
REGIMBALD-DUMAS, Y., ARGUIN, G., FREGEAU, M.O. & GUILLEMETTE, G.
(2007) cAMP-Dependent protein kinase enhances inositol 1,4,5-trisphosphate-induced 
Ca2+ release in AR4-2J cells. J. Cell. Biochem. 101(3): 609-618.
REGIMBALD-DUMAS, Y„ FREGEAU, M.O. & GUILLEMETTE, G. (2011) Mammalian 
target of rapamycin (mTOR) phosphorylates inositol 1,4,5-trisphosphate receptor type 
2 and increases its Ca2+ release activity. Cell. Signal. 23(1): 71-79.
REIKEN, S., GABURJAKOVA, M„ GABURJAKOVA, J., HE, K.L., PRIETO, A., 
BECKER, E., YI, G.H., WANG, J., BURKHOFF, D. & MARKS, A.R. (2001) beta- 
adrenergic receptor blockers restore cardiac calcium release channel (ryanodine 
receptor) structure and function in heart failure. Circulation. 104(23): 2843-2848.
112
ROOS, J., DIGREGORIO, P., YEROMIN, A., OHLSEN, K„ LIOUDYNO, M., ZHANG, 
S., SAFRINA, O., KOZAK, J., WAGNER, S., CAHALAN, M., VELIÇELEBI, G. & 
STAUDERMAN, K. (2005) STIM1, an essential and conserved component of store- 
operated Ca2+ channel function. J. Cell Biol. 169(3): 435-445.
ROSEMBLIT, N., MOSCHELLA, M.C., ONDR1ASÂ, E., GUTSTEIN, D.E., ONDRIAS, 
K. & MARKS, A.R. (1999) Intracellular calcium release channel expression during 
embryogenesis. Dev. Biol. 206(2): 163-177.
SAITO, Y. & BERK, B.C. (2001) Transactivation: a novel signaling pathway from 
angiotensin II to tyrosine kinase receptors. J. Mol. Cell. Cardiol. 33(1): 3-7.
SHANNON, T.R. & BERS, D.M. (2004) Integrated Ca2+ management in cardiac myocytes. 
Ann. N. Y. Acad. Sci. 1015: 28-38.
SHCHEGLOVITOV, A., VITKO, I., BIDAUD, I., BAUMGART, J.P., NAVARRO- 
GONZALEZ, M.F., GRAYSON, T.H., LORY, P., HILL, C.E. & PEREZ-REYES, E.
(2008) Alternative splicing within the I-II loop controls surface expression of T-type 
Cay3.1 calcium channels. FEBS Lett. 582(27): 3765-3770.
SHIMAMURA, T., PERERA, S.A., FOLEY, K.P., SANG, J., RODIG, S.J., INOUE, T., 
CHEN, L., LI, D., CARRETERO, J., LI, Y.C., SINHA, P., CAREY, C.D., 
BORGMAN, C.L., JIMENEZ, J.P., MEYERSON, M., YING, W., BARSOUM, J., 
WONG, K.K. & SHAPIRO, G.I. (2012) Ganetespib (STA-9090), a nongeldanamycin 
HSP90 inhibitor, has potent antitumor activity in in vitro and in vivo models of non­
small cell lung cancer. Clin. Cancer Res. 18(18): 4973-4985.
SIENAERT, I., NAD IF KASRI, N., VANLINGEN, S., PARYS, J.B., CALLEWAERT, G., 
MISSIAEN, L. & DE SMEDT, H. (2002) Localization and function of a calmodulin- 
apocalmodulin-binding domain in the N-terminal part o f the type 1 inositol 1,4,5- 
trisphosphate receptor. Biochem. J. 365(Pt 1): 269-277.
SIMMS, B.A. & ZAMPONI, G.W. (2012) Trafficking and stability of voltage-gated 
calcium channels. Cell. Mol. Life Sci. 69(6): 843-856.
SMITH, J.S., ROUSSEAU, E. & MEISSNER, G. (1989) Calmodulin modulation of single 
sarcoplasmic reticulum Ca2+-release channels from cardiac and skeletal muscle. Circ. 
Res. 64(2): 352-359.
SOCINSKI, M.A., GOLDMAN, J., EL-HARIRY, I., KOCZYWAS, M., VUKOVIC, V., 
HORN, L„ PASCHOLD, E., SALGIA, R., WEST, H., SEQUIST, L.V., BONOMI, P., 
BRAHMER, J., CHEN, L.C., SANDLER, A., BELANI, C.P., WEBB, T., HARPER, 
H., HUBERMAN, M., RAMALINGAM, S., WONG, K.K, TEOFILOVICI, F., GUO, 
W. & SHAPIRO, G.I. (2013) A multicenter phase II study of ganetespib monotherapy 
in patients with genotypically defined advanced non-small cell lung cancer. Clin. 
Cancer Res. 19(11): 3068-3077.
113
SORRENTINO, V. (1995) The ryanodine receptor family of intracellular calcium release 
channels. Adv. Pharmacol. 33: 67-90.
SOURS-BROTHERS, S., DING, M., GRAHAM, S. & MA, R. (2009) Interaction between 
TRPC1/TRPC4 assembly and STIM1 contributes to store-operated Ca2+ entry in 
mesangial cells. Exp. Biol. Med. (Maywood). 234(6): 673-682.
STATHOPULOS, P.B., LI, G.Y., PLEVIN, M.J., AMES, J.B. & IKURA, M. (2006) Stored 
Ca2+ depletion-induced oligomerization of stromal interaction molecule 1 (STIM1) via 
the EF-SAM region: An initiation mechanism for capacitive Ca2+ entry. J. Biol. Chem. 
281(47): 35855-35862.
STIBER, J., HAWKINS, A., ZHANG, Z., WANG, S., BURCH, J., GRAHAM, V., 
WARD, C., SETH, M., FINCH, E., MALOUF, N., WILLIAMS, R., EU, J. & 
ROSENBERG, P. (2008) STIM1 signalling controls store-operated calcium entry 
required for development and contractile function in skeletal muscle. Nat. Cell. Biol. 
10(6): 688-697.
STRUBING, C., KRAPIVIN SKY, G., KRAPIVIN SKY, L. & CLAPHAM, D.E. (2003) 
Formation of novel TRPC channels by complex subunit interactions in embryonic 
brain. J. Biol. Chem. 278(40): 39014-39019.
SWATTON, J.E., MORRIS, S.A., CARDY, T.J. & TAYLOR, C.W. (1999) Type 3 inositol 
trisphosphate receptors in RINm5F cells are biphasically regulated by cytosolic Ca2+ 
and mediate quantal Ca2+ mobilization. Biochem. J. 344 (Pt 1): 55-60.
SZADO, T., VANDERHEYDEN, V., PARYS, J.B., DE SMEDT, H., RIETDORF, K., 
KOTELEVETS, L., CHASTRE, E., KHAN, F., LANDEGREN, U., SÔDERBERG, 
O., BOOTMAN, M.D. & RODERICK, H.L. (2008) Phosphorylation of inositol 1,4,5- 
trisphosphate receptors by protein kinase B/Akt inhibits Ca2+ release and apoptosis. 
Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 105(7): 2427-2432.
SÜDHOF, T.C., NEWTON, C.L., ARCHER, B.T., USHKARYOV, Y.A. & MIGNERY, 
G.A. (1991) Structure of a novel InsPî receptor. EMBOJ. 10(11): 3199-3206.
TAKESHIMA, H., NISHIMURA, S., MATSUMOTO, T., ISHIDA, H., KANGAWA, K., 
MIN AMINO, N., MATSUO, H., UEDA, M„ HANAOKA, M. & HIROSE, T. (1989) 
Primary structure and expression from complementary DNA of skeletal muscle 
ryanodine receptor. Nature. 339(6224): 439-445.
TANIA, N. & KEENER, J.P. (2010) Calsequestrin mediates changes in spontaneous 
calcium release profiles. J. Theor. Biol. 265(3): 359-376.
TAYLOR, C.W., GENAZZANI, A.A. & MORRIS, S.A. (1999) Expression of inositol 
trisphosphate receptors. Cell Calcium. 26(6): 237-251.
114
TAYLOR, C.W. & LAUDE, A.J. (2002) IP3 receptors and their regulation by calmodulin 
and cytosolic Ca2+. Cell Calcium. 32(5-6): 321-334.
THAKUR, P., DADSETAN, S. & FOMINA, A.F. (2012) Bidirectional coupling between 
ryanodine receptors and Ca2+ release-activated Ca2+ (CRAC) channel machinery 
sustains store-operated Ca2+ entry in human T lymphocytes. J. Biol. Chem. 287(44): 
37233-37244.
TSAI, W., MORIELLI, A.D. & PERALTA, E.G. (1997) The ml muscarinic acetylcholine 
receptor transactivates the EGF receptor to modulate ion channel activity. EMBO J. 
16(15): 4597-4605.
TU, H., WANG, Z. & BEZPROZVANNY, I. (2005) Modulation of mammalian inositol
1,4,5-trisphosphate receptor isoforms by calcium: a role of calcium sensor region. 
Biophys. J. 88(2): 1056-1069.
TU, J.C., XIAO, B., YUAN, J.P., LANAHAN, A.A., LEOFFERT, K., LI, M., LINDEN,
D.J. & WORLEY, P.F. (1998) Homer binds a novel proline-rich motif and links group 
1 metabotropic glutamate receptors with IP3 receptors. Neuron. 21(4): 717-726.
VASSORT, G., TALA VERA, K. & ALVAREZ, J.L. (2006) Role of T-type Ca2+ channels 
in the heart. Cell Calcium. 40(2): 205-220.
VELLOSO, L.A., FOLLI, F., PEREGO, L. & SAAD, M.J. (2006) The multi-faceted cross­
talk between the insulin and angiotensin II signaling systems. Diabetes Metab. Res. 
Rev. 22(2): 98-107.
VELLOSO, L.A., FOLLI, F., SUN, X.J., WHITE, M.F., SAAD, M.J. & KAHN, C.R.
(1996) Cross-talk between the insulin and angiotensin signaling systems. Proc. Natl 
Acad. Sci. U. S. A. 93(22): 12490-12495.
VENKATACHALAM, K„ ZHENG, F. & GILL, D. (2003) Regulation of canonical 
transient receptor potential (TRPC) channel function by diacylglycerol and protein 
kinase C. J. Biol. Chem. 278(31): 29031-29040.
VENKATACHALAM, K„ ZHENG, F. & GILL, D.L. (2004) Control of TRPC and store- 
operated channels by protein kinase C. Novartis Found. Symp. 258: 172-185.
VERMASSEN, E„ FISSORE, R.A., NADIF KASRI, N., VANDERHEYDEN, V., 
CALLEWAERT, G., MISSIAEN, L„ PARYS, J.B. & DE SMEDT, H. (2004) 
Regulation of the phosphorylation of the inositol 1,4,5-trisphosphate receptor by 
protein kinase C. Biochem. Biophys. Res. Commun. 319(3): 888-893.
VIG, M., PEINELT, C., BECK, A., KOOMOA, D.L., RABAH, D„ KOBLAN- 
HUBERSON, M., KRAFT, S., TURNER, H., FLEIG, A., PENNER, R. & KINET, J.P. 
(2006) CRACM1 is a plasma membrane protein essential for store-operated Ca2+ entry. 
Science. 312(5777): 1220-1223.
115
VITKO, I., BIDAUD, I., ARIAS, J.M., MEZGHRANI, A., LORY, P. & PEREZ-REYES,
E. (2007) The I-II loop controls plasma membrane expression and gating of Cav3.2 T- 
type Ca2+ channels: a paradigm for childhood absence epilepsy mutations. J. Neurosci. 
27(2): 322-330.
VOELKERS, M„ SALZ, M„ HERZOG, N., FRANK, D., DOLATABADI, N„ FREY, N„ 
GUDE, N., FRIEDRICH, O., KOCH, W., KATUS, H., SUSSMAN, M. & MOST, P.
(2010) Orail and Stiml regulates normal and hypertrophic growth in cardiomyocytes. 
J. Mol. Cell. Cardiol. 48(6): 1329-1334.
WAGNER, L.E., LI, W.H., JOSEPH, S.K. & YULE, D.I. (2004) Functional consequences 
of phosphomimetic mutations at key cAMP-dependent protein kinase phosphorylation 
sites in the type 1 inositol 1,4,5-trisphosphate receptor. J. Biol. Chem. 279(44): 46242- 
46252.
WANG, Y„ DENG, X., MANCARELLA, S., HENDRON, E., EGUCHI, S., SOBOLOFF, 
J., TANG, X. D. & GILL, D.L. (2010) The calcium store sensor, STIM1, reciprocally 
controls Orai and Cavl.2 channels. Science. 330(6000): 105-109.
WANG, Y., LI, G., GOODE, J., PAZ, J.C., OUYANG, K., SCREATON, R„ FISCHER, 
W.H., CHEN, J., TABAS, I. & MONTMINY, M. (2012) Inositol-1,4,5-trisphosphate 
receptor regulates hepatic gluconeogenesis in fasting and diabetes. Nature. 485(7396): 
128-132.
WANG, Y., TREPEL, J.B., NECKERS, L.M. & GIACCONE, G. (2010) STA-9090, a 
small-molecule Hsp90 inhibitor for the potential treatment of cancer. Curr. Opin. 
Investig. Drugs. 11(12): 1466-1476.
WEHRENS, X.H., LEHNART, S.E., HUANG, F„ VEST, J.A., REIKEN, S.R., MOHLER, 
P.J., SUN, J., GUATIMOSIM, S., SONG, L.S., ROSEMBLIT, N., D'ARMIENTO, 
J.M., NAPOLITANO, C., MEMMI, M., PRIORI, S.G., LEDERER, W.J. & MARKS, 
A.R. (2003) FKBP12.6 deficiency and defective calcium release channel (ryanodine 
receptor) function linked to exercise-induced sudden cardiac death. Cell. 113(7): 829- 
840.
WEHRENS, X.H., LEHNART, S.E. & MARKS, A.R. (2005) Intraccellular calcium release 
and cardiac disease. Annu. Rev. Physiol. 67: 69-98.
WEHRENS, X.H., LEHNART, S.E., REIKEN, S.R., DENG, S.X., VEST, J.A., 
CERVANTES, D„ COROMILAS, J., LANDRY, D.W. & MARKS, A.R. (2004) 
Protection from cardiac arrhythmia through ryanodine receptor-stabilizing protein 
calstabin2. Science. 304(5668): 292-296.
WES, P.D., CHEVESICH, J., JEROMIN, A., ROSENBERG, C., STETTEN, G. & 
MONTELL, C. (1995) TRPC1, a human homolog of a drosophila store-operated 
channel. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 92(21): 9652-9656.
116
WILLIAMS, D.A., DELBRIDGE, L.M., CODY, S.H., HARRIS, P.J. & MORGAN, T.O. 
(1992) Spontaneous and propagated calcium release in isolated cardiac myocytes 
viewed by confocal microscopy. Am. J. Physiol. 262(3 Pt 1): C731-C742.
WOJCIKIEWICZ, R.J. (1995) Type I, II, and III inositol 1,4,5-trisphosphate receptors are 
unequally susceptible to down-regulation and are expressed in markedly different 
proportions in different cell types. J. Biol. Chem. 270(19): 11678-11683.
WOJCIKIEWICZ, R.J. & HE, Y. (1995) Type I, II and III inositol 1,4,5-trisphosphate 
receptor co-immunoprecipitation as evidence for the existence of heterotetrameric 
receptor complexes. Biochem. Biophys. Res. Commun. 213(1): 334-341.
WU, M.M., BUCHANAN, J., LUIK, R.M. & LEWIS, R.S. (2006a) Ca2+ store depletion 
causes STIM1 to accumulate in ER regions closely associated with the plasma 
membrane. J. Cell Biol. 174(6): 803-813.
WU, X., ZAGRANICHN AY A, T.K., GURDA, G.T., EVES, E.M. & VILLEREAL, M.L.
(2004) A TRPCl/TRPC3-mediated increase in store-operated calcium entry is required 
for differentiation of H I9-7 hippocampal neuronal cells. J. Biol. Chem. 279(42): 
43392-43402.
WU, X., ZHANG, T., BOSSUYT, J., LI, X., MCKINSEY, T.A., DEDMAN, J.R., OLSON,
E.N., CHEN, J., BROWN, J.H. & BERS, D.M. (2006b) Local InsP3-dependent 
perinuclear Ca2+ signaling in cardiac myocyte excitation-transcription coupling. J. 
Clin. Invest. 116(3): 675-682.
XIA, M., SALATA, J.J., FIGUEROA, D.J., LAWLOR, A.M., LIANG, H.A., LIU, Y. & 
CONNOLLY, T.M. (2004) Functional expression of L- and T-type Ca2+ channels in 
murine HL-1 cells. J. Mol. Cell. Cardiol. 36(1): 111-119.
YAMADA, M., MIYAWAKI, A., SAITO, K., NAKAJIMA, T., YAMAMOTO-HINO, M„ 
RYO, Y., FURUICHI, T. & MIKOSHIBA, K. (1995) The calmodulin-binding domain 
in the mouse type 1 inositol 1,4,5-trisphosphate receptor. Biochem. J. 308(Pt 1): 83-88.
YAMAGUCHI, N., XU, L., PASEK, D.A., EVANS, K.E. & MEISSNER, G. (2003) 
Molecular basis of calmodulin binding to cardiac muscle Ca2+ release channel 
(ryanodine receptor). J. Biol. Chem. 278(26): 23480-23486.
YANO, M„ KOBAYASHI, S., KOHNO, M., DOI, M., TOKUHISA, T., OKUDA, S., 
SUETSUGU, M., HISAOKA, T., OBAYASHI, M., OHKUSA, T. & MATSUZAKI, 
M. (2003) FKBP12.6-mediated stabilization of calcium-release channel (ryanodine 
receptor) as a novel therapeutic strategy against heart failure. Circulation. 107(3): 477- 
484.
117
YING, W„ DU, Z., SUN, L., FOLEY, K.P., PROIA, D.A., BLACKMAN, R.K., ZHOU,
D., INOUE, T., TATSUTA, N., SANG, J., YE, S., ACQUAVIVA, J„ OGAWA, L.S., 
WAD A, Y., BARSOUM, J. & KOYA, K. (2012) Ganetespib, a unique triazolone- 
containing Hsp90 inhibitor, exhibits potent antitumor activity and a superior safety 
profile for cancer therapy. Mol. Cancer Ther. 11(2): 475-484.
YUAN, J.P., KISELYOV, K„ SHIN, D.M., CHEN, J., SHCHEYNIKOV, N., KANG, S.H., 
DEHOFF, M.H., SCHWARZ, M.K., SEEBURG, P.H., MUALLEM, S. & WORLEY, 
P.F. (2003) Homer binds TRPC family channels and is required for gating of TRPC1 
by IP3 receptors. Cell. 114(6): 777-789.
YUAN, J.P., ZENG, W., DORWART, M.R., CHOI, Y.J., WORLEY, P.F. & MUALLEM, 
S. (2009) SOAR and the polybasic STIM1 domains gate and regulate Orai channels. 
Nat. Cell. Biol. 11(3): 337-343.
YULE, D.I., STRAUB, S.V. & BRUCE, J.I. (2003) Modulation of Ca2+ oscillations by 
phosphorylation of Ins(l,4,5)P3 receptors. Biochem. Soc. Trans. 31(Pt 5): 954-957.
Z AGRANICHN A Y A, T.K., WU, X. & VILLEREAL, M.L. (2005) Endogenous TRPC1, 
TRPC3, and TRPC7 proteins combine to form native store-operated channels in HEK- 
293 cells. J. Biol. Chem. 280(33): 29559-29569.
ZENG, W„ YUAN, J.P., KIM, M.S., CHOI, Y.J., HUANG, G.N., WORLEY, P.F. & 
MUALLEM, S. (2008) STIM1 gates TRPC channels, but not Orail, by electrostatic 
interaction. Mol. Cell. 32(3): 439-448.
ZHANG, Z., TANG, J., TIKUNOVA, S., JOHNSON, J.D., CHEN, Z., QIN, N„ 
DIETRICH, A., STEFANI, E., BIRNBAUMER, L. & ZHU, M.X. (2001) Activation 
of Trp3 by inositol 1,4,5-trisphophate receptors through displacement of inhibitory 
calmodulin from a common binding domain. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 98(6): 
3168-3173.
ZHANG, S.L., YEROMIN, A.V., ZHANG, X.H.F., YU, Y., SAFRINA, O., PENNA, A., 
ROOS, J., STAUDERMAN, K.A. & CAHALAN, M.D. (2006) Genome-wide RNAi 
screen of Ca2+ influx identifies genes that regulate Ca2+ release-activated Ca2+ channel 
activity. Proc. Natl Acad. Sci. U. S. A. 103(24): 9357-9362.
ZIMA, A.V. & BLATTER, L.A. (2004) Inositol-1,4,5-trisphosphate-dependent Ca2+ 
signalling in cat atrial excitation-contraction coupling and arrhythmias. J. Physiol. 
555(Pt 3): 607-615.
